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Abstract: The application of nanoparticles (NPs) in the medical field is increasingly growing in impor-
tance. NPs such as mesoporous silica NPs, polymeric NPs, magnetic NPs, gold NPs (AuNPs), and
quantum dots (QDs) are promising candidates for the design of novel imaging, drug delivery or theranos-
tic agents. A major challenge after administration of NPs to living organisms is the exact localization.
Among the various techniques to assess the biodistribution of functional nanostructures, radiolabeling
and subsequent detection of the emitted ￿-photons allows for noninvasive imaging by single photon emis-
sion computed tomography (SPECT) or positron emission tomography (PET). Moreover, radiolabeling
provides an accurate quantification of nanostructure localization in different organs or tissues by perform-
ing an ex vivo biodistribution. For the 99mTc labeling of AuNPs and QDs a novel coating ligand was
synthesized, containing a thiol group as an anchor for the NP surface, a spacer (e.g. polyethylene glycol
PEG) and the 2,3-diaminopropionic acid (DAP) chelator for the [99mTc(CO)3]+ fragment. This ligand
is multi-functional; it combines the metal chelate with conjugating functions to biological vectors in one
single molecule. The concept allows coupling of any targeting function to the chelator. An example with
a small molecule target for the prostate specific membrane antigen (PSMA) is given. Derivatized AuNPs
and QDs can directly be labeled in one step with [99mTc(OH2)3(CO)3]+. The AuNPs in particular are
highly stable in buffer and serum, a prerequisite for in vivo studies excluding misinterpretation of the
biodistribution data. AuNPs with differing sizes (7 nm and 14 nm core diameter) were administered
intravenously into nude NMRI mice bearing LNCaP xenografts. MicroSPECT images show for both
probes rapid clearance from the blood pool via the hepatobiliary pathway. The 7 nm AuNPs revealed
a significantly higher bone uptake than the 14 nm AuNPs. The high affinity towards bone mineral is
further confirmed in vitro with hydroxyapatite. In case NPs have an intrinsic property for contrast,
radiolabeling automatically leads to multi-modal imaging agents. Particularly the development of NP-
based dual-modality probes for magnetic resonance imaging (MRI)/PET or MRI/SPECT is intensively
investigated. One of the most commonly used radionuclide for clinical SPECT imaging is 99m Tc and
the labeling of Fe3O4 NPs with 99mTc was shown to be a successful strategy to obtain dual-modality
imaging agents. The focus in this thesis is on the 99mTc labeling of gold containing magnetic nanoma-
terials (Fe3O4-Au core-shell and heterostructured Fe3O4-Au Dumbbell-like NPs). The key elements for
the labeling are novel coating ligands, consisting of mono- or dithiol anchors for the gold surface, a PEG
linker and various chelators for the [99mTc(CO)3]+ fragment. In a variety of labeling experiments, favor-
able coatings were examined and their stability tested. The findings presented herein can form the basis
for the development of potential, NP-based SPECT/MRI dual- modality imaging agents. The versatility
of the established ligand system was further shown with an intermediate along the synthethic pathway.
The terminal hydroxyl group of the triethylene glycol linker conjugated to DAP was combined with L-
tyrosine via a Mitsunobu reaction to the para-hydroxy of L-tyrosine. The 99mTc-L-tyrosine derivative
was evaluated in healthy and nude NMRI mice bearing a C6 tumor xenograft. Radiolabeled amino acid
derivatives in general are highly interesting for tumor imaging due to enhanced amino acid metabolism
and protein synthesis in tumors compared to normal peripheral tissue. However, uptake in the tumor and
pancreas at 1 h post injection (p.i.) was low, indicating that the tracer was not recognized as an amino
acid analogue. Although the 99mTc-L-tyrosine derivative was not suitable for tumor imaging, it may be
useful to image and to assess the functionality of the gallbladder. At 1 h p.i., the uptake in the gallblad-
der was unexpectedly high and the microSPECT images showed a high uptake after already 15 min p.i.
In addition, the bifunctional ligand system HS-PEG-DAP is not only well suitable for NP coating, but
also for the labeling of biomolecules with a free thiol group. The basis for this novel labeling approach
is the well known thiol-disufide exchange reaction. Therefore, the complex HS-PEG-DAP-99mTc(CO)3
was activated with 2,2’- dithiodipyridine to form the pyridyl disulfide derivative. This compound allows
the radiolabeling of biomolecues bearing a thiol functionality, exemplified with thioglucose, cysteine and
glutathione. The scope of this labeling strategy can be extended to small peptides or even proteins
containing a free thiol group.
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      Summary 
i 
Summary 
The  application  of  nanoparticles  (NPs)  in  the  medical  field  is  increasingly  growing  in 
importance.  NPs  such  as mesoporous  silica  NPs,  polymeric  NPs, magnetic  NPs,  gold  NPs 
(AuNPs), and quantum dots (QDs) are promising candidates for the design of novel imaging, 
drug delivery or theranostic agents. A major challenge after administration of NPs to  living 
organisms  is  the  exact  localization.  Among  the  various  techniques  to  assess  the 
biodistribution of functional nanostructures, radiolabeling and subsequent detection of the 
emitted  γ‐photons  allows  for  noninvasive  imaging  by  single  photon  emission  computed 
tomography  (SPECT)  or  positron  emission  tomography  (PET).  Moreover,  radiolabeling 








is  given.  Derivatized  AuNPs  and  QDs  can  directly  be  labeled  in  one  step  with 
[99mTc(OH2)3(CO)3]+.  The  AuNPs  in  particular  are  highly  stable  in  buffer  and  serum,  a 
prerequisite  for  in  vivo  studies  excluding  misinterpretation  of  the  biodistribution  data. 
AuNPs with differing sizes (7 nm and 14 nm core diameter) were administered intravenously 
into nude NMRI mice bearing LNCaP xenografts. MicroSPECT  images show  for both probes 
rapid  clearance  from  the  blood  pool  via  the  hepatobiliary  pathway.  The  7  nm  AuNPs 
revealed a significantly higher bone uptake than the 14 nm AuNPs. The high affinity towards 
bone mineral is further confirmed in vitro with hydroxyapatite. 









key  elements  for  the  labeling  are  novel  coating  ligands,  consisting  of  mono‐  or  dithiol 
anchors  for  the  gold  surface,  a  PEG  linker  and  various  chelators  for  the  [99mTc(CO)3]+ 
fragment.  In a variety of  labeling experiments, favorable coatings were examined and their 
stability  tested. The  findings presented herein  can  form  the basis  for  the development of 
potential, NP‐based SPECT/MRI dual‐modality imaging agents. 
The  versatility  of  the  established  ligand  system was  further  shown with  an  intermediate 
along  the synthethic pathway. The  terminal hydroxyl group of  the  triethylene glycol  linker 
conjugated  to DAP was  combined with  L‐tyrosine  via  a Mitsunobu  reaction  to  the  para‐
hydroxy  of  L‐tyrosine.  The  99mTc‐L‐tyrosine  derivative was  evaluated  in  healthy  and  nude 
NMRI mice bearing a C6 tumor xenograft. Radiolabeled amino acid derivatives in general are 
highly  interesting  for  tumor  imaging due  to enhanced amino acid metabolism and protein 
synthesis  in  tumors  compared  to normal peripheral  tissue. However, uptake  in  the  tumor 
and  pancreas  at  1  h  post  injection  (p.i.)  was  low,  indicating  that  the  tracer  was  not 
recognized  as  an  amino  acid  analogue.  Although  the  99mTc‐L‐tyrosine  derivative was  not 
suitable for tumor  imaging,  it may be useful to  image and to assess the functionality of the 
gallbladder.  At  1  h  p.i.,  the  uptake  in  the  gallbladder  was  unexpectedly  high  and  the 
microSPECT images showed a high uptake after already 15 min p.i. 
In  addition,  the  bifunctional  ligand  system  HS‐PEG‐DAP  is  not  only  well  suitable  for  NP 
coating, but also for the  labeling of biomolecules with a free thiol group. The basis for this 
novel  labeling approach  is  the well known  thiol‐disufide exchange  reaction. Therefore,  the 
complex HS‐PEG‐DAP‐99mTc(CO)3 was activated with 2,2’‐dithiodipyridine to form the pyridyl 
disulfide derivative. This compound allows the radiolabeling of biomolecues bearing a thiol 








NP  wie mesoporöse  Silica  NP,  polymerische  NP, magnetische  NP,  Gold  NP  (AuNP),  und 
Quantenpunkte (QP) sind vielversprechende Kandidaten für die Entwicklung von neuartigen 
Kontrastmitteln  für  bildgebende  Verfahren,  die  gezielte  Pharmakotherapie  oder 
theragnostischen Substanzen. Die genaue Lokalisierung nach der Verabreichung an lebende 
Organismen  stellt  jedoch  eine  besonders  grosse  Herausforderung  dar.  Unter  den 
verschiedenen  Techniken  zur  Bestimmung  der  Biodistribution  von  funktionalen 
Nanostrukturen erlaubt die Markierung mit Radionukliden und die entsprechende Detektion 




Für  die  Markierung  von  AuNP  und  QP  mit  99mTc  wurde  in  dieser  Arbeit  ein  neuartiger 
Oberflächen‐Ligand  synthetisiert, bestehend aus einer Thiolgruppe  für die Verankerung an 
der  NP  Oberfläche,  einem  Linker  (z.B.  Polyethylenglykol  PEG)  und  dem  2,3‐
Diaminpropionsäure‐Chelator  (DAP)  für  das  [99mTc(CO)3]+  Fragment.  Dieser  Ligand  ist 
multifunktional  durch  die  Kombination  vom  Chelat  und  konjugierenden  Funktionen  für 
biologische Vektoren  in  einem  einzigen Molekül. Dieses Konzept  ermöglicht die Kopplung 




in  vivo  Studien  um  eine  Fehlinterpretation  der Biodistributionsdaten  zu  vermeiden. AuNP 
mit unterschiedlichen Grössen (7 und 14 nm Kerndurchmesser) wurden intravenös an NMRI 




Falls  NP  eine  intrinsische  Eigenschaft  als  Kontrastmittel  besitzen  führt  die  Radionuklid‐
Markierung  automatisch  zu multimodalen  Substanzen. Vor  allem  die  Entwicklung  von NP 
Zusammenfassung 
iv 
basierten  bimodalen  Substanzen  für  Magnetresonanztomographie  (MRI)/PET  oder 
MRI/SPECT  wird  intensiv  erforscht.  Das  am  häufigsten  verwendete  Radionuklid  für  die 
klinische SPECT‐Bildgebung ist 99mTc und die Markierung von Fe3O4 NP mit 99mTc hat sich als 






Stabilität  getestet.  Die  gewonnen  Erkenntnisse  bilden  die  Basis  von  potentiellen  NP 
basierten bimodalen MRI/SPECT Kontrastmittel. 
Die  vielfältige  Anwendung  der  synthetisierten  Ligandsysteme  wurde  an  einem  weiteren 
Beispiel  gezeigt,  wobei  die  terminale  Hydroxygruppe  des  an  den  DAP  gekoppelten  PEG 
Linker durch eine Mitsunobu Reaktion mit der para‐Hydroxygruppe von L‐Tyrosin verbunden 
wurde. Das  entsprechende  99mTc‐L‐Tyrosin Derivat wurde  in  gesunden und NMRI Mäusen 
mit  einem  C6  Tumor  evaluiert. Markierte  Aminosäuren  sind  generell  interessant  für  die 
Bildgebung  von  Tumoren  aufgrund  des  verstärkten  Aminosäuren  Metabolismus  und 
Proteinsynthese  im Vergleich  zu normalem peripherem Gewebe. Der  synthetisierte Tracer 






von  NP  geeignet,  sondern  auch  für  die  Markierung  von  Biomolekülen  mit  einer  freien 
Thiolgruppe. Die Grundlage  für  diese  neuartige Markierungsmethode  bildet  die  bekannte 
Thiol‐Disulfid Austauschreaktion. Dabei wurde der Komplex HS‐PEG‐DAP‐99mTc(CO)3 mit 2,2‘‐
Dithiodipyridin  aktiviert, wodurch  das  Pyridyl‐Disulfid Derivat  entstand. Diese  Verbindung 
ermöglicht  die  Markierung  von  Biomolekülen  mit  einer  Thiolgruppe,  beispielsweise 
Thioglucose, Cystein oder Glutathion. Die Möglichkeiten dieser Markierungsstrategie können 
auf kleine Peptide oder sogar Proteine mit einer freien Thiolgruppe erweitert werden. 




Nanomedicine  is  defined  as  the  application  of  nanotechnology  to  medicine  for  specific 
diagnostic or therapeutic purposes.1 This includes materials in the scale range of 1‐100 nm, 
which  offer  unique  tools  for  the  development  of  highly  engineered,  effective  and  safe 
medicines.2,3  The  field  of  nanomedicine  combines  the  expertise  of  chemists,  material 
scientists,  physicists,  biologists  and  biomedical  engineers,  and  has  evolved  as  one  of  the 
most exciting research field during the last decade.4 Due to the importance and potential of 
nanomedicine,  the US National  Institutes of Health  (NIH) recognizes  it as a priority area  in 
the roadmap for medical research. Therefore, NIH launched in 2005 an initiative to support 
basic and applied biomedical research of nanotechnology with about USD 300 million until 
2015.5  The  fascination  of  nanomaterials  arises  from  their  exclusive  properties  that  bulk 
materials do not have, especially quantum‐size and surface effects.2 As a consequence of the 
small size, nanomaterials have an  increased surface area  to volume  ratio and  this enables 
the development of materials with various functions, such as targeting, imaging or therapy.6 
The  landscape  of  nanomaterials  used  for  biomedical  applications  can  be  categorized  into 
three  groups.7,8  The  first  group  consists  inorganic  nanostructures,  namely  magnetic 
nanoparticles  (MNPs),  gold  nanoparticles  (AuNPs),  mesoporous  silica  nanoparticles 
(mSiNPs), quantum dots  (QDs) and upconverting nanoparticles  (UCNPs). The second group 
comprises polymeric NPs made of dendrimers or amphiphilic polymers. Lipid NPs,  including 
liposomes  and  solid  lipid  containing  NPs,  represent  the  third  group.  In  addition,  the 
biomedical application of carbon nanotubes (CNTs) has also been widely explored, but CNTs 
do  not  fit  in  any  of  the  three  groups.9  Each  type  of material  listed  above  has  its  own 
advantages  and  very  specific  properties,  but  the  translation  into  the  clinic  requires 
biocompatibility  or  biodegradability.  This  is  a major  limitation  for most  of  the  inorganic 
nanomaterials  and  the main  focus  lies on  their modification  in order  to  guarantee  a  safe 
behavior  after  administration  to  living  organisms.  This  was  achieved  with  iron  oxide 
nanoparticles (IONPs), widely used magnetic resonance imaging (MRI) contrast agents, such 
as  Feridex,  Combidex  or  Feraheme.10  Excellent  biocompatibility,  biodegradability  and 





“magic  bullets”,  highly  efficient  therapeutics  that  can  distinguish  between malignant  and 
benign  cells,  and  selectively  target  cancerous  tissues.1  Besides  the  targeting  capability, 
nanocarriers  also  improve  the  pharmaceutical  formulation  of  conventional  therapeutic 
agents, because most of them are poorly water soluble.12 In addition, drug delivery systems 
control  the  release  rate  of  the  drug  for  an  optimal  therapeutic  effect.13  Examples  of NP‐
based  therapeutics  in  clinical  use  are  Abraxane  and  Genexol‐PM  for  the  delivery  of  the 
chemotherapeutic  drug  Paclitaxel;  or  Caelyx,  Doxil  and  Myocet  for  the  delivery  of  the 





size  and  chemical  composition,  but  also  to  provide  functional  groups,  stabilizers  and 
targeting  functions  on  the  surface.  The  combination  of  the  surface  chemistry  and  the 
physical  properties,  like  the  size  and  shape,  are  the  determining  element  for  the 
biophysicochemical behavior of  the nanomaterial, which  in  turn dictates  its biological  fate 
(see  section  1.4).14  Many  synthetic  methods  provide  inorganic  NPs  with  a  hydrophobic 
coating and there are essentially two strategies to access water soluble NPs, a prerequisite 
for biomedical applications.15  
The  first  strategy  is based on a  replacement of  the native hydrophobic coating with  small 
bifunctional  molecules  or  polymers.  This  requires  strong  anchoring  groups  with  a  high 
affinity to the surface of the NPs, as well as hydrophilic groups to ensure water solubility and 
biocompatibility.16  Mono‐  or  dithiolated  ligands  are  predominantly  used  as  anchors  for 
AuNPs  and  CdSe/ZnS  core‐shell  QDs  due  to  the  strong  binding  of  thiol‐groups  to  these 
materials.17,18 However,  in biological milieu  L‐cysteine  is present  in  various  forms  (as  free 
amino  acid,  in  glutathione  or  as  protein  residue)  and  could  adsorb  on  the  thiophilic  NP 
surface,  leading to undesired changes of the coating  layer. The question  if monodentate or 
bidentate anchors are better in preventing nonspecific binding of thiols has been addressed 




low  thiol  concentration,  they  found  that  a  coating  with  monodentate  ligands  inhibits 
nonspecific binding better than a coating with bidentate ligands. At high thiol concentration 
they  observed  the  inverse  situation.  This  result  highlights  that  nonspecific  adsorption 
depends on a balance between the free thiol concentration and the dentate nature. Another 
possibility  to  prevent  surface  exposure  is  the  usage  of  polyethylene  glycol  (PEG)  ligands 
conjugated to the thiolate‐anchors. This type of ligand system provides highly water soluble 
NPs, biocompatibility and protection of  the  inorganic  core  from degradation.20 Moreover, 
PEG‐based ligand systems prevent aggregation and endow the particles with great stability, 
which  is  described  as  colloidal  stability.21  In  a  typical  experimental  setup  the  colloidal 
stability  is  investigated  with  dynamic  light  scattering  (DLS)  techniques  over  time  and 
expressed as changes  in the hydrodynamic diameter (HDD).22 An alternative to PEG on the 
outer  sphere  of  the  coating  are  zwitterionic  groups  like  phosphobetaine,  sulfobetaine  or 
carboxybetaine  (Figure  1).23  Zwitterionic  groups  have  very  similar  attributes  as  PEG, 
including  hydrophilicity  and  overall  charge  neutrality,  but  ligands  with  these  groups  are 
generally  shorter  in  length  and,  as  a  consequence,  leading  to  smaller  HDDs.24  The  same 
coating  ligand rationale can be applied  to  IONPs, however,  the  iron oxide surface requires 
anchoring groups different than thiolates due to the low affinity of thiol‐groups to FeIII. The 
anchor with highest affinity to INOPs was evaluated by Gao and co‐workers.25 In their study, 
they  compared  the  binding  affinities  of  three  different  coating  ligands:  diphosphate‐PEG‐
OCH3, hydroxamate‐PEG‐OCH3 and dopamine‐PEG‐OCH3 (PEG with MW ≈ 2000 Da, Figure 1). 










copolymers or phospholipid micelles.16 With  this  route  the native hydrophobic  coating of 




and  the  hydrophilic  parts  are  on  the  outer  sphere  of  the  coating.  Although  this  phase 









agents  for  cancer  or  other  human  disorders,  targeting  functions  such  as  monoclonal 
antibodies, aptamers, peptides or  receptor‐specific small molecules are an  integral part of 
the  construct.29 However,  the  attachment  of  a  targeting  function  does  not  automatically 
mean accumulation at the target site, particularly because a biological system  is extremely 
complex and  reliable predictions are difficult. Therefore,  it  is absolutely critical  to monitor 
the pharmacokinetics and biodistribution of a nanomaterial after administration, preferably 
in a noninvasive and quantitative manner.30 The  imaging modalities that allow noninvasive 
investigations  are  broadly  classified  into  techniques  producing  an  image  of  anatomy 
(computed  tomography  CT  and MRI)  and  techniques  producing  an  image with  details  on 
function, namely:  contrast‐enhanced CT  and MRI, optical  imaging,  single photon emission 






long  acquisition  time  clearly  limits  this modality  for  tracking  purposes.30 Many  classes  of 
nanomaterials  are used  for optical  imaging  (QDs, UCNPs, AuNPs  and CNTs), but  the poor 
tissue penetration  is the major  limitation of this modality for noninvasive  imaging.31 SPECT 
and PET, on the other hand, are based on the detection of photons emitted by radionuclides. 
These  highly  sensitive  modalities  are  not  limited  in  tissue  penetration  and  provide  an 
accurate quantification of  radionuclide uptake  in  live  subjects.33 However,  SPECT and PET 
have different detector setups, originating from different decay modes. Radionuclides used 




511  keV)  per  decay  are  emitted  in  an  angle  of  180°  and  detected  in  a  ring  array  of 
detectors.35 Based on the different detector setups, the sensitivity of SPECT is between one 
and  two orders of magnitude  less  than PET, but  the SPECT  radionuclides are more  readily 
available  and  have  favorable  decay  times.36  The  most  commenly  used  radioisotope  in 
nuclear medicine  is 99mTc, due to  its  ideal physical properties (t1/2 = 6 h, Eγ = 140 keV),  low 
cost  and  widespread  availability  from  generators.37  There  are  roughly  twenty  99mTc 
radiopharmaceuticals  in  clinical  use  and  each  day  approximately  50’000  procedures with 
99mTc are performed  in  the US.38  It  is estimated  that  the demand  for  99mTc  increases at an 
annual rate of 3%‐5% and the future challenge will be to ensure the production and supply 
of  99Mo/99mTc‐generators.39 Besides  99mTc, PET  isotopes  (18F,  64Cu or  68Ga) are  increasingly 
available  in Western  countries  and,  therefore,  radionuclides  in  general  offer  an  excellent 
platform  for  the  labeling  of  nanomaterials.40  In  pharmacokinetic  and  biodistributional 
analyses with SPECT and PET,  important parameters  such as  circulation  time  in  the blood 
pool, accumulation at the target site and clearance pathway can be perfectly assessed  in a 
noninvasive fashion.41 Due to this fact the radiolabeling of nanomedicines has drawn a lot of 
attention by  several  research groups  in  the  last  couple of  years.  In  the next  sections  it  is 
discussed how nanomaterials are radiolabeled and which strategies have been established 
so  far,  shown  by  means  of  examples.  It  is  noteworthy  that  99mTc  labeled  NPs  have  a 
longstanding history and the so‐called 99mTc radiocolloids were first employed over 50 years 










derivatized  the  polymer  backbone  with  the  dipicolylamine  (DPA)  chelator  for  the 
[99mTc(CO)3]+  fragment and diethylenetriaminepentaacidic acid  (DTPA)  for  90Y  labeling. The 




growth with  its  radiotherapeutic unit  (90Y).  In 2007, Gambhir and  co‐workers  radiolabeled 
CdSe/ZnS core‐shell QDs with a terminal carboxyl‐group or coated with PEG‐NH2 (MW ≈ 2000 
Da).45  In  this  pioneering  work,  they  conjugated  1,4,7,10‐tetraazacyclododecane‐1,4,7,10‐
tetraacetic acid (DOTA) to QD‐PEG‐NH2 or DOTA‐lysine to QD‐COOH via standard 1‐ethyl‐3‐
(3‐dimethylaminopropyl)carbodiimide  (EDC)  /  N‐hydroxysuccinimide  (NHS)  coupling 
chemistry and labeled the QDs with 64CuII. In vivo studies revealed a rapid uptake by the liver 
and spleen, whereas PEGylated QDs exhibited slightly slower uptake into these organs. This 
example  is also  interesting due the combination of two  imaging modalities (optical  imaging 
and  PET)  and  the  concomitant  synergistic  effects.46  The  radiolabeling  allows whole‐body 
imaging  to  visualize  the  location  of  the  tumor  and  the  luminescence  of  the  QDs  can 
potentially be used  to  illuminate  the exact  tumor boarders during  surgical excision of  the 
tumor.47  In a  similar way as QDs, gold nanocages  (AuNCs) coated with HS‐PEG‐NH2  (MW  ≈ 
5000 Da) were conjugated with DOTA‐NHS‐ester and  labeled with 64CuII.48 The study of Xia 
and co‐workers focused on the evaluation of two different sized AuNCs (HDD of 96 nm and 
64  nm).  The  small  AuNCs  demonstrated  superior  in  vivo  pharmacokinetics,  higher  tumor 
uptake and high retention in the blood pool, which is favorable for drug delivery applications 
with  AuNCs.  In  2013,  Cai  and  co‐workers  published  for  the  first  time  a  radiolabeling 
procedure of mSiNPs  (80 nm diameter), modified with  thiol‐groups on  the  surface.33 They 
functionalized  the  surface with Mal‐PEG‐NH2  (Mal  = maleimide, MW  ≈  5000 Da)  and  in  a 
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second  step  (S)‐2‐(4‐isothiocyanatobenzyl)‐1,4,7‐triazacyclononane‐1,4,7‐triacetic  acid  (p‐
SCN‐Bn‐NOTA) and SCM‐PEG‐Mal (SCM = succinimidyl carboxy methyl ester, MW ≈ 5000 Da) 
were  coupled  to mSiNP‐S‐Mal‐PEG‐NH2  via  amide  bond  formation.  Finally,  the modified 
antibody HS‐TRC105 was conjugated to the Mal group on the outer coating surface and the 
mSiNPs  were  radiolabeled  with  64CuII.  Their  study  indicated  the  antibody  to  be  the 
controlling factor for enhanced tumor uptake for this potential nanocarrier system, although 
quite high liver uptake was found. Penades and co‐workers used the NOTA chelator for the 
radiolabeling of non‐targeted  and  targeted  glucose‐coated AuNPs  (2‐3 nm  core diameter) 
with 68GaIII.49 NOTA was attached on the NP surface through a  linker and a thiolate anchor. 
The  in vivo evaluation of  the  targeted AuNPs showed an  increased capability  to reach and 
bind  to  the natural  targets as  compared  to  the non‐targeted AuNPs.  In a  recent  study by 
Grimm  and  co‐workers,  the  approach  of  chelator  conjugation  to  the  NP  coating  was 
extended to radiolabeling with 89ZrII.43 In their work, terminal amine‐groups were introduced 
in  Ferumoxytol  (IONPs  with  a  carboxymethyl  dextran  shell)  via  EDC‐coupling  of 
ethylenediamine. Subsequent conjugation of the 89ZrII chelator desferrioxamine (DFO)  in  its 




Another  approach  for  the  radiolabeling of NPs  is based on bifunctional  ligands, bearing  a 
chelating moiety for the radionuclide and an anchoring group for the NP surface. In this two 
step  procedure,  the  bifunctional  ligand  is  initially  labeled  and  then  attached  on  the  NP 
surface by either ligand exchange or diffusion through the existing coating to reach exposed 
gaps of the surface.50 This strategy was first published in 2011 by Blower and co‐workers for 
the  development  of  PET‐MRI  dual‐modality  agents.51  They  synthesized  a 
dithiocarbamatebisphosphonate  ligand with  a  dithiolate moiety  for  64CuII  chelation  and  a 
bisphosphonate anchor for the IONP surface. Two dithiolate units are coordinating to 64CuII 
and  the  preformed  complex was  attached  on  the  surface  of  Endorem,  clinically  applied 
IONPs  (Figure  2A).  NP  labeling  was  achieved  by  heating  a  mixture  of  IONPs  and  64CuII 
complex  at  100  °C  for  15  min,  assuming  a  loosening  of  the  dextran  coating  at  this 
temperature, which allows permeation of  the  complex  to  the  surface. The  same principle 
was  adopted  for  a  bifunctional  ligand  to  label  Endorem  with  the  [99mTc(CO)3]+‐core.52 
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Therefore,  the  dithiolate moiety  was  replaced  with  DPA  and  the  preformed  99mTcI‐DPA‐




nm.50  The  radiolabeling  with  preformed  99mTcI‐DPA‐alendronate  allowed  them  precise 
investigation of the pharmacokinetics. They observed a long blood half‐life of 3 h and no sign 







administered  in  higher  concentrations  and,  thereby,  additional  non‐radioactive  agent  is 
needed for dual‐modality imaging. 
 
Figure  2. Bifunctional  ligand  systems  labeled with  (A)  64CuII  for  the  attachment  on  the  surface  of 
IONPs, (B) 99mTcI for IONPs and (C) 99mTcV for AuNPs. 
 
Gómez‐Oliván  and  co‐workers  synthesized  the  hydrazinonicotinamide  (HYNIC)  derivative 
HYNIC‐Gly‐Gly‐Cys‐NH2  and  they obtained  the  99mTcV‐complex upon  addition of  [99mTcO4]‐, 
SnCl2,  EDDA  (N,N‐ethylene  diamine  diacetic  acid)  and  tricine  (N‐
tris[hydroxymethyl]methylglycine) (Figure 2C).53 The terminal L‐cysteine served as an anchor 









coating.  This  approach was  decisively  shaped by  the work  of  Frangioni  and  co‐workers.54 
They used preformed 99mTc‐MAS3‐NHS  (NHS activated S‐acetylmercaptoacetyltriserine) and 
conjugated  it  to  the L‐cysteine coating of CdSe/ZnS QDs via amide bond  formation  (Figure 
3A). Various QD sizes, ranging from 2.9 to 4.3 nm core diameter (resulting HDDs between 4.6 
and 7.2 nm), were radiolabeled  in this way and the excretion pathway was  investigated.  In 
this pathbreaking study an HDD threshold of 5.5 nm was determined for rapid and efficient 
urinary excretion. Nanostructures with HDDs  larger  than 5.5 nm are  typically cleared  from 
the  body  into  the  liver  and  spleen.  With  the  same  concept  Frangioni  and  co‐workers 
examined the effect of the PEG  length on the clearance, using InAs/ZnS core‐shell QDs (3.2 
nm core diameter) coated with DHLA‐PEGn  (n = 2, 3, 4, 8, 14, 22).55 They  found  that QDs 
coated with DHLA‐PEG4 were cleared most efficiently via the urinary pathway. Chen and co‐
workers  labeled NHS‐DOTA with  64CuII and conjugated  the  radiolabel  to  the human  serum 





































induced  by  proteins.57  Consequently,  radionuclide  detachment  from  its  ligand  leads  to 
uptake  in  non‐targeted  organs  and,  therefore, misinterpretation  of  reconstructed  images 
and  inaccurate  pharmacokinetic  information.58  That  is why  high  stability  is  an  important 
criterion and in the focus of so‐called intrinsic radiolabeling strategies, which do not require 
a  chelator  for  the  radionuclide.  A  detailed  overview  of  this  relatively  young  but  rapidly 





decay  characteristics  for  medical  imaging  and  the  isotopes  can  be  produced  with,  for 




presence  of  glutathione  as  reducing  agent.60  The  obtained  radioactive  NPs  were  renally 
cleared due to their small size (3 nm core diameter) and exhibited preferable in vivo kinetics. 
By using a mixture of 197Au and 198Au, Xia and co‐workers synthesized radioluminescent Au 
nanocages.61 They reported  for  the  first  time Cerenkov  luminescence of  the  198Au  isotope, 
which  is  light emitted during  the decay of  the  radionuclide. The  198Au nanocages  showed 
high accumulation in tumor and serve as a potential platform for dual‐modality imaging with 
SPECT and optical imaging. In another study Liu and co‐workers alloyed 64Cu directly into the 
lattice  of  the  nanostructure  to  obtain  64CuAuNPs,  starting  from  HAuCl4,  non‐radioactive 
[Cu(acac)2] and  64CuCl2.58 The  radioactive NPs were  further modified with HS‐PEG‐OCH3  to 
improve  the  in  vivo blood  circulation, which was mirrored  in  a  long blood  retention  time 
after administration and passive tumor targeting.  
1.3.6  Intrinsic Radiolabeling – Specific Trapping 
Alternatively,  radionuclides  can  specifically  be  trapped  on  the  surface  of  certain  NPs, 
presumably  IONPs. This  strategy  strikes by  its  simplicity and avoids challenging, multi‐step 
and nuclide‐specific chelation. Mareque‐Rivas and  co‐workers,  for example, demonstrated 
that the  fac‐[M(CO)3]+‐core  (M = 99mTc, Re)  interacts with the hydroxyl‐groups at  the  IONP 
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surface.62  This  ligand‐like  behavior  of  the  NP  surface  was  taken  advantage  of  for  the 
radiolabeling of  iron oxide  filled micelles  for potential dual‐modality  imaging applications. 




with  IONPs,  Mareque‐Rivas  and  co‐workers  formed  radiolabeled  QD‐filled  PEG‐micelles, 
loaded with a PtIV prodrug  that was activated upon  light emission of  the QDs.  In another 
example  IONPs  coated  with  poly(acrylic  acid)  were  radiolabeled  with  a  mixture  of 
[H2*AsO4]1‐ and [H*AsO4]2‐ (*As includes the four positron emitting 70/71/72/74 As and the 
three electron emitting 74/76/77 As  radioisotopes).64 The AsVO4  fragment occupies vacant 
FeO4  tetrahedral  sites on  the  octahedrally  terminated  surface  of  IONPs,  leading  to  highly 




based  agent  for  PET/MRI  imaging.  In  a  recent work  by  Holland  and  co‐workers,  various 
radioisotopes  (64CuII,  111InIII and  89ZrIV) were bound on  the  IONP  surface  in a heat‐induced 
procedure.66 With their technique clinically applied Feraheme was labeled in high yields and 
they  showed  in  mice  models  the  ability  of  the  tracers  to  detect  tissues  enriched  with 
activated macrophages. Chelator‐free labeling was also achieved by integration of 64Cu onto 
as‐prepared  gold nanomaterials  (spheres,  rods  and hexapods),  stabilized with PEG.  In  the 
study  by  Chen  and  co‐workers,  64CuII  was  reduced  with  hydrazine  and  grown  on  the 
















and  co‐workers  presented  two  strategies  for  proton  beam  activation,  suitable  for metal 
oxide NPs.70 They synthesized  18O enriched aluminum oxide NPs and  irradiated  them with 
protons to yield 18F labeled NPs via the 18O(p,n)18F nuclear reaction. However, this method is 
time consuming and extremely  costly because  18O  is utilized. For  this  reason  they directly 
irradiated aluminum oxide NPs with a 16 MeV proton beam to obtain 13N labeled NPs via the 




For  successful  translation  of  nanomedicines  into  clinical  applications,  a  number  of 




The following sections highlight the most  important findings over the  last years  in order to 
correlate the properties of nanomaterials with their concomitant physiological behavior. 
1.4.1  Size and Shape of Nanomaterials 
After  administering  nanomaterials  to  living  subjects,  their  biological  fate  is  mainly 
determined by  the mononuclear phagocyte system  (MPS) and  the renal system.1 The MPS 
system consists of organs  that are rich  in phagocytic cells  (macrophages, Kupffer cells and 
monocytes), such as  liver, spleen and bone marrow.72 Its mechanisms are generally coming 








to  mention  that  the  combination  of  the  size  and  surface  coating  dictates  how  rapidly 




uptake.  It  is well  known  that  the  tumor  vasculature  has  leaky walls  as  a  result  of  tumor 
angiogenesis.30 Throughout angiogenesis,  the endothelial cells undergo  rapid proliferation, 
leading  to  reduced  density  and  discontinuous  arrangement  of  the  endothelium.76  As  a 
consequence,  tumor  vessels  lack  of  tight  junctions  and  this  effect  is  referred  to  as  the 
“enhanced permeability and retention (EPR)” effect. This allows NPs with HDD sizes between 
30 and 200 nm to accumulate passively  in the tumor  lesion.77 Because of this effect,  it has 
been  evidenced  that  macromolecular  drugs  and  NPs  are  able  to  target  tumors  more 
efficiently  than small molecule drugs.78 Nevertheless,  it has  to be kept  in mind  that  tumor 
angiogenesis  is a disorganized and  inhomogeneous process  in a solid tumor and enhanced 













factor  for  the  interactions  in  biological milieu  and,  therefore,  the  biological  fate.  A  very 
important  factor  is  the  overall  surface  charge  of  a  nanomaterial,  expressed  as  the  Zeta 
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potential  (ζ‐Pot.).  It  has  been  shown  that  positive  surface  charges  exhibit  high  systemic 
toxicity,  inducing  complications  like hemolysis  and platelet  aggregation.81  This  is primarily 
due to the fact that the cationic surfaces of NPs strongly interact with the negatively charged 
phospholipid  functionalities  on  cell  membranes  which  cause  disruption  of  the  plasma 
membrane.75 In addition, positively charged NPs have a high nonspecific internalization rate 
and a very short blood circulation half‐life.82 This was also observed by Jallet and co‐workers 
when  they  compared  the  pharmacokinetics  of  IONPs with  a  positive  (ζ‐Pot.  of  +20 mV), 
negative  (‐30  mV)  and  neutral  surface  charge.83  Neutral  and  negatively  charged  IONPs 
showed a prolonged circulation half‐life and significant higher  liver uptake as compared to 
positively  charged  IONPs.  Although  negatively  charged  NPs  have  reduced  nonspecific 
adsorption on biomolecules and accordingly a  longer blood circulation time than positively 
charged  NPs,  neutral  NPs  have  the  longest  circulation  half‐life.  For  both  diagnostic  and 
therapeutic  applications  a  reasonable  circulation  half‐life  is  necessary  in  order  to  allow 
nanomaterials  to pass by a  lesion  several  times,  increasing  the  chance of accumulation  in 
clinically  relevant  concentrations. Neutral  surface  charge  can  be  achieved  by  coating NPs 
with PEG or  zwitterionic  ligands  (see  section 1.2). The  two  ligand  systems have  the  same 
mechanism  of  action,  binding  a  large  number  of  water  molecules  through  electrostatic 
interactions and hydrogen bonding.84 The additional water shell around the NPs provides the 
aforementioned  “stealth”‐property  and  prevents  efficiently  the  adsorption  of  serum 
proteins,  known  as  opsonization.85  The  avoidance  of  opsonization  is  absolutely  crucial, 
because otherwise the HDD of NPs increases dramatically and the NPs are recognized by the 
phagocytic  cells  of  the  MPS.  PEG  is  the  most  widely  used  polymer  for  minimizing 
opsonization and PEG coating (> MW ≈ 2000 Da) increases the circulation time by a factor of 
2‐10.30,86 However, PEG on  the  surface of NPs has a  large effect on  the HDD and  it might 
induce  undesirable  immune  responses.87  That  is  why  zwitterions  became  an  attractive 
alternative  to  the  use  of  PEG  due  to  the  strong  interaction  with  water  and,  associated 
therewith,  the anti‐fouling properties.88 Rotello and  co‐workers  compared  the anti‐fouling 







workers  in  experiments  with  InAs/CdZnS  core‐shell  QDs.90  They  observed  non‐specific 





coated  with  glutathione  (2.5  nm  core  diameter,  3.3  nm  HDD)  and  neutral  NIR‐emitting 
AuNPs  coated  with  PEG  (2.3  nm  core  diameter,  5.5  nm  HDD).  The  results  revealed  an 
enhancement  of  the  EPR  effect  upon  PEGylation  relative  to  zwitterionization,  as  a 
consequence of an  increased retention time and concentration  in the blood. Based on the 
insights, they suggested PEG‐AuNPs to be more suitable for cancer therapy due to their high 




Nanomaterials  can be  classified  as biodegradable  and non‐biodegradable.75  If metabolism 
into clearable components is not possible, it must be guaranteed that the materials show a 
safe  behavior  after  administration.  The  research  activities  in  this  context  are  part  of 
nanotoxicology, a field that has emerged along with the initiation of nanomedicine.4 There is 
still  little  understanding  of  the  long‐term  effects  on  living  organisms  and  the  exact 
toxicological properties.92 It is known that intracellular and in vivo toxicity of IONPs is related 
to the generation of excess reactive oxygen species (ROS),  leading to oxidative stress, DNA 
damage,  inflammation and  injury  to  the  immune system.93 The chemical activity of AuNPs 
inside a living organism is the gold‐catalyzed NO formation in blood plasma.94 However, the 
overall toxicity is very complex and depends on numerous factors such as the administered 
dose,  chemical  composition,  size,  structure,  solubility,  surface  chemistry,  route  of 
administration, biodegradability, pharmacokinetics and biodistribution.95 These factors have 
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2. Results & Discussion 
2.1  The Development  of  a Novel  99mTc  Labeling  Strategy  of NPs  –  Ligand 
Synthesis and Preliminary Experiments 
The main goal of this thesis was to establish a method for facile radiolabeling of NPs with the 
[99mTc(OH2)3(CO)3]+ precursor. We have  found  the  inspiration  for  a potential  strategy  in  a 
study  by  Frangioni  and  co‐workers,  one  of  the  most  cited  publications  in  the  field  of 
nanomaterials for biomedical applications.54 As described in section 1.3.3, they radiolabeled 
L‐cysteine  coated  CdSe/ZnS  QDs  with  preformed  99mTc‐MAS3‐NHS  and  conjugated  the 
activated complex  to  the QD surface  (Figure 4A). Although  their  technique worked well  in 
reasonable  radiochemical  yields  (RCYs),  there  are  some  limitations  associated  with  this 
method: 99mTc‐MAS3‐NHS has to be synthesized  in an aprotic solvent (e.g. DMSO) since the 
NHS‐ester  is  prone  to  undergo  ester  hydrolysis  in  protic  solvents.  Thus,  99mTc‐MAS3 was 
synthesized in aqueous solution, starting from [99mTcO4]‐ in saline (from the 99Mo generator 
eluate), MAS3  and  stannous(II)  chloride  dihydrate.  99mTc‐MAS3 was  isolated with  an Oasis 
HLB  cartridge  and  eluted  with  dry  DMSO  for  the  coupling  with  NHS,  using  N,N,N’,N’‐








Figure  4.  (A)  Schematic  illustration  of  the  technique  developed  by  Frangioni  and  co‐workers  to 
radiolabel L‐cysteine coated QDs with activated 99mTc‐MAS3‐NHS; (B) Our approach to radiolabel QDs, 




The  idea  was  to  synthesize  a  ligand  system  that  has  certain  similarity  to  L‐cysteine, 






The  precursor  for  the  DAP  chelator  is  racemic  ethyl  2‐N‐(tert‐butoxycarbonyl)‐3‐
nitriloalaninate 3, which was synthesized according to a  literature procedure  in three steps 
starting  from  ethyl  cyanoacetate.98  The oxime  1 was prepared  via nitrosation  in  aqueous 









The  DAP  precursor  3  can  be  derivatized  at  its  α‐carbon  position,  for  instance  by 
deprotonation with KOtBu and alkylation with a primary halide.97 In a first attempt we chose 
{[(2‐iodoethyl)sulfanyl]methyl}benzene  5  as  a  primary  halide,  bearing  a  benzyl  protected 
thiol  group  and  iodine  as  a  leaving  group  for  the  SN2 displacement  reaction. Accordingly, 
compound 5 was synthesized by alkylation of phenylmethanethiol with 1,2‐dibromoethane 
and  in a  second  step  the bromine was  converted  into an  iodine via a Finkelstein  reaction 
(Scheme 2).102 
 










can be accomplished with NaBH4  in  combination with  catalytic amounts of NiCl2.97  In  this 
reaction, the NiII metal cation coordinates to the nitrile and activates  it for an efficient and 
exclusive  reduction  to  the  amine.103  Combined  with  in  situ  Boc‐protection,  the  DAP 
derivative 7 was synthesized  in 82% yield. Compound 8 was obtained  in 53% yield by basic 
ester hydrolysis of  the  ethyl  ester  and  subsequent deprotectoin of  the Boc‐groups under 
acidic  conditions. There are  several methods  to  cleave  the benzyl protecting group of  the 
thioether 7, but most of them are rather harsh and involve alkali metals in liquid ammonia, 
hydrofluoric acid or electrolysis.104 Therefore we applied a method reported by Fujii and co‐
workers,  using  trifluoroacetic  acid  (TFA)  solutions  of  Ph2SO  and MeSiCl3.105  Although  the 









A  commonly  used  thiol‐protecting  group  is  triphenylmethyl  and we  exploited  in  a  set  of 
synthetic  routes  its applicability  to obtain  the  target molecule 9  in  its  reduced  form  (thiol 
instead  of  a  disulfide).  Triphenylmethanethiol,  a  well‐known  building  block  in  organic 
synthesis for the introduction of a protected thiol, was particularly suited for this approach. 
Firstly, we  synthesized compound 14, bearing a primary bromide  for an SN2  reaction with 
deprotonated triphenylmethanethiol and the protected DAP chelator. The starting point of 
this  five  step  reaction  is  commercially  available  2‐(benzyloxy)ethanol  and  its  terminal 
hydroxyl  group  was  converted  into  a  bromide  by  performing  an  Appel  reaction.106  The 
tertiary carbon of 3 was deprotonated with in situ generated NaOEt and alkylated with 10. In 
analogy  to  the  above  described  reaction,  the  nitrile  was  reduced  to  the  Boc‐protected 
Results & Discussion 
19 
amine. After deprotection of  the benzyl  group  in 12 with 10% Pd/C  and H2,  the  resulting 
hydroxyl group was converted into a bromide to obtain compound 14 (Scheme 4). However, 
the  desired  insertion  of  deprotonated  triphenylmethanethiol  into  14  was  not  successful 
(Scheme  5).  We  believe  that  the  nucleophilic  attack  does  not  occur  because  both  the 
nucleophile  and  the electrophile 14  are  sterically  too hindered. Once  the  spatial distance 
between  the  leaving  group  (bromide)  and  the  protected  DAP  chelator  is  increased,  for 
instance with  additional ethylene  glycol units,  the  reaction  takes place  in high  yields  (see 
section  2.2.1).  In  another  experiment  we  attempted  to  couple  derivatized 
triphenylmethanethiol  15 with  deprotonated  3  (Scheme  5).  Like  the  previously  discussed 
reaction, the product was not formed due to sterical reasons. 
 













The  investigation of different synthetic pathways  to obtain  the bifunctional  ligand HS‐CH2‐






was  generated  upon mixing  sodium  borohydride with  tellurium  powder  in water.  The  Te 
solution was injected into a basic solution containing L‐cysteine, CdII and ZnII precursors. The 
emission maximum  of  the QDs was  easily  tuned  by  varying  the  reflux  time.  This  elegant 
synthesis drew our attention and our  first  idea was  to use HS‐CH2‐CH2‐DAP  in place of  L‐
cysteine to synthesize CdTe/ZnTe QDs. Based on the fact that we obtained HS‐CH2‐CH2‐DAP 
as the disulfide 9, we first reproduced Prasad’s synthesis with L‐cystine, the oxidized form of 
L‐cysteine. Therefore,  L‐cystine was  reduced  in a  separate  flask and added  to  the CdII/ZnII 
precursor  solution  shortly  before  the  addition  of  the  Te  solution.  The  synthesized  QDs 


















agent  concentration  to  cleave  the  disulfide. Our  hypothesis  is  that DAP  chelates  the  CdII 
cations and thus CdII is no longer available for the QD core synthesis, resulting in the absence 
of  emission upon  excitation with UV  light.  ESI‐MS measurements of  the  reaction mixture 





coating  ligand. According  to  the  integrals of  the NMR signals 50% of  the surface  is coated 
with  HS‐CH2‐CH2‐DAP  and  the  other  half  is  coated  with  L‐cysteine.  The  analysis  of  the 
derivatized QDs did not  reveal significant changes  in  the absorption and emission spectra, 
but  the QY  dropped  from  46%  to  22%. A  possible  explanation  for  this  drop might  be  an 
increased  interaction of  the QD  surface with  the polar media, because HS‐CH2‐CH2‐DAP  is 
bulkier  than  L‐cysteine  and  hence  the  overall  coating  density  lower  as  compared  to  the 
native  QDs.110  Nevertheless,  the  functionalized  QDs  were  applied  in  experiments  with 
[99mTc(OH2)3(CO)3]+ to have a proof of concept for the aspired direct radiolabeling strategy. 
In  a  typical  experiment  an  aqueous  solution  of  [99mTc(OH2)3(CO)3]+  (0.5 ml,  pH  7‐8) was 
added to derivatized QDs  in water  (0.5 ml) to obtain a  final QD concentration of 1 mg/ml. 
The  labeling progress was monitored by high performance  liquid  chromatography  (HPLC), 
equipped with a size‐exclusion column and two detectors (UV‐Vis and γ‐counter). We chose 
phosphate buffered saline (PBS) pH 6.7, supplemented with 1 mM L‐cysteine, as the mobile 




reason  for  the double peak appearance  is most  likely  the  L‐cysteine  in  the mobile phase, 
yielding L‐cysteine complexes with  the  [99mTc(CO)3]+  fragment. The  radiolabeled QDs were 
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isolated  upon  multiple  precipitations  with  ethanol,  centrifugation,  removal  of  the 
supernatant and  redispersion  in 0.9%  saline  solution  (Figure 6B). The  chemical  stability of 
the  purified  QDs was  checked  after  12  h  at  37  °C  under  normal  atmosphere  and  HPLC 
analysis  did  not  reveal  the  formation  of  additional  99mTc  species,  underscoring  the  high 














With  this  set of experiment we  showed  the  feasibility of direct NP  radiolabeling with  the 
[99mTc(OH2)3(CO)3]+  precursor  via  coating  NPs  with  a  novel  type  of  a  bifunctional  ligand 
system.  In  the  next  sections,  the  focus  lies  on  optimization  of  this  ligand  system,  the 









relatively  small  volume  of material.111  In  order  to  study  noninvasively  the  effects  of  the 
coating and the targeting capability, NPs are radiolabeled for SPECT or PET investigations. As 
described  in detail  in section 1.3, radiolabeling of NPs follows essentially two strategies; an 
“extrinsic” one  in which  potent, NP  surface  bound  chelators  such  as DOTA  or NOTA,  are 





exchange  reactions  (see  section  1.3).  For NP  drug  finding  and  development,  it would  be 
much more  convenient  to  label  a  biovector  bearing  NP  after  its  full  constitution with  a 
building block which does not need  to be adapted  to  the chelator or  the receptor binding 
ligand. Following this strategy, we synthesized similarly to HS‐CH3‐CH3‐DAP a coating  ligand 
for  CdSe/ZnS  core‐shell  QDs  and  AuNPs  which  allows  a  direct  labeling  with  the 




a  small  molecule  inhibitor  for  the  prostate  specific  membrane  antigen  (PSMA)  was 





As  already  mentioned,  DAP  is  a  small,  hydrophilic  and  very  strong  chelator  for  the 
[99mTc(CO)3]+  fragment,  efficiently  preventing  trans‐metallation  in  biological milieu  which 





2‐N‐(tert‐butoxycarbonyl)‐3‐nitriloalaninate  3  and  13‐bromo‐1‐phenyl‐2,5,8,11‐tetraoxatri‐
decane 19, obtained  in a  two  step  reaction  from  tetraethylene glycol.106,116 Compound 23 
was synthesized analogously  to compound 14  (see section 2.1.1). The  trityl  (Trt)‐protected 
thiol was introduced via an SN2 displacement of the halide with triphenylmethanethiol. The 
final, multifunctional compound HS‐PEG‐DAP 26 was obtained as a racemate by basic ester 
hydrolysis  of  24  and  subsequent  deprotection  of  the  Trt‐  and  Boc‐group  under  acidic 
conditions (Scheme 6). 
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After basic ester hydrolysis of 24,  the carboxylic acid  in 25 can be activated  to e.g. 32  for 
subsequent conjugation with amines of bioactive molecules (Scheme 7). We emphasize the 
strength  of  this  approach;  compound  32  can  be  conjugated  to  essentially  any  amine 




molecule  inhibitor of PSMA, a  type  II  integral membrane protein  that  is overexpressed on 




lysine  is  required.  Pomper  and  co‐workers  determined  20  Å  as  the  minimum  distance 
between the lysine moiety and a large fragment such as NPs in order to not affect the PSMA 





Scheme 7. Synthesis of HS‐PEG‐DAP‐TF 34.  i) Triphosgene, TEA, CH2Cl2, 0‐25  °C, 6 h, 69%;  ii) H2  (1 
atm), 10% Pd/C, MeOH, 20 °C, overnight, 98%; iii) DCC, DMAP, CH2Cl2, 0‐25 °C, 42 h, 69%; iv) CH2Cl2 / 




We  note  that  linking  of  the  enantiomerically  pure  inhibitor  to  racemic  32  leads  to  a 
diastereomeric mixture.  The  two  diastereomers  could  not  be  separated with  preparative 
HPLC.  We  continued  the  study  without  further  separation,  assuming  that  the  distant 
(racemic)  chelating moiety  does  not  impede  the  interaction  of  the  enantiomerically  pure 






Figure  7.  MM2  energy  minimized  structure  of  HS‐PEG‐DAP‐TF  34,  calculated  with  ChemBio3D 
(CambridgeSoft, Version 12.0.2.1076). 
 
Starting  from  commercially available  compounds,  the  synthesis of 26  requires  twelve and 
the one of 34 an additional eight steps. Still, the individual steps are fast and of good to very 
good yields. Flexibility of  the design of  this multifunctional  ligand system  is only  restricted 
for  synthetic and analytical  reasons by  the  length of  the PEG  linker.  It  is well known  that 
PEGs  of molecular weights  higher  than  2  kDa  reduce  (undesired)  fast  clearance  via  the 
reticuloendothelial system (RES) by endowing the NPs with “stealth” properties.22 However, 
commercially available PEGs of high molecular weights  for a  reasonable price  consist of a 





Hydrophobic QDs and AuNPs, both having high affinity  for  thiol groups, were  synthesized 






nm  in  diameter,  depending  on  the  respective  reflux  time. AuNPs with  two  different  core 
diameters (6.6 ± 0.3 nm and 13.8 ± 0.4 nm, referred to as Au(7)NPs and Au(14)NPs respectively 
in  this  thesis)  were  synthesized  for  assessing  the  size  effect  throughout  biological 
evaluations  (Figures  8B  and  8C).  Trioctylphosphine  (TOP)/trioctylphosphine  oxide  (TOPO)‐
capped  CdSe/ZnS  core‐shell  QDs  were  obtained  by  reacting  the  corresponding 
organometallic  precursors  at  high  temperatures  in  a  coordinating  solvent  mixture.  For 
biological comparison with Au(7)NPs, red emissive QDs with a diameter of 6.4 ± 0.1 nm were 
synthesized  (Figure 8A). The QDs  showed  the  first excitonic peak at 642 nm, an emission 
maximum  at  648 nm  and  a QY of  42%  (Figure  8D).  The  characteristic optical property of 













is  a  crucial  issue  which  is  achieved  by  substituting  the  hydrophobic  encapsulation  with 
hydrophilic HS‐PEG‐DAP 26 and HS‐PEG‐DAP‐TF 34, respectively. Recently, Mattoussi and co‐
workers  reported  a  UV‐promoted,  biphasic  approach  for  the  phase  transfer  of  ZnS‐
overcoated  CdSe  QDs.110  For  this  procedure,  a  nonpolar  phase  containing  the  NPs  was 













highly water  soluble NP  conjugates, whereas NPs  coated with  HS‐PEG‐DAP  26  alone  are 
poorly  soluble  in PBS. We assume  that  the  zwitter‐ionic nature of  the DAP  ligand  induces 
electrostatic attractions during  the phase  transfer and,  therefore, aggregation of NPs. The 
additional introduction of HS‐PEG‐DAP‐TF 34 with its negatively charged carboxylate groups 
leads  to electrostatic  repulsion and  thus good  solubility. Several  ratios of 26 and 34 were 
evaluated  for  the  phase  transfer  reaction,  but  the  1:1  ratio  displayed  the  best  solubility. 
Functionalized NPs were finally purified with a PD‐10 size‐exclusion column (Sephadex G‐25 
medium  and  PBS  pH  7.4  as mobile  phase)  to  remove  any  free  ligand.  Free  ligand would 
compete in the radiolabeling with ligand bound to the NPs and, therefore, lower RCYs. 
Phase transfer of QDs did not affect spectroscopic properties such as first excitonic peak or 






Au(14)NPs) compared  to  the oleylamine‐stabilized AuNPs  (Figure 8E and 8F). The  slight  red 
shifts  indicate  no  significant  particle  aggregation  which  is  further  supported  by  DLS 
measurements.  The NPs were  found  to be mono‐disperse  in PBS with  a HDD of 13.1 nm 
(QDs), 13.5 nm (Au(7)NPs) and 20.1 nm (Au(14)NPs), respectively. The increase of ~6.5 nm for 
all NPs as compared to the diameter determined in TEM is in accordance with the length of 
the  organic  coating  ligand  HS‐PEG‐DAP‐TF  34, which  is  ~2.8  nm  based  on  the minimum 
energy structure (Figure 7). All three NPs revealed negative ζ‐pot. values between ‐21.2 and ‐
22.1 mV  in  PBS.  The  negative  ζ‐pot.  values  confirm  the  negative  coating  induced  by  the 
carboxylate  groups  of  the  ligand  34.  Functionalization  was  further  evidenced  by  FT‐IR 
spectroscopy. The hydrophobic NPs showed the typical bands at 2916 cm‐1 and 2850 cm‐1 of 
C‐H stretching vibrations of the long alkyl chains and the terminal methyl groups (Figure 9). 
The  intensities of  these bands decreased  substantially after  ligand exchange. Only a weak 
band at 2860 cm‐1 was still present, likely due to the alkyl moieties in 20. The appearance of 









[99mTc(OH2)3(CO)3]+  was  prepared  with  the  commercially  available  IsoLinkTM  kit  from 







strong  NP  bound  chelators  allows  now  for  their  direct  labeling,  no  preformation  of 
complexes with NP affine groups  is required. Best  labeling yields  for AuNPs were achieved 
with a temperature gradient from 50 °C to 70 °C over one hour and a subsequent incubation 










Due  to  the  highly  dilute  concentrations  of  chelators  and  99mTc  complexes,  quantitative 
labeling can hardly be achieved in these bimolecular reactions for kinetic reasons. Estimating 
the maximum  theoretical  number  of  HS‐PEG‐DAP  24  units  on  AuNPs  results  in  a  ligand 





















g/mol per particle. Hence,  the amount of AuNPs per mg  is 7.0  ∙ 10‐11 mol which  is 











the  NP  surface  and  by  further  dilution  with  the  DAP  derived  targeting  molecule  20. 
Therefore,  a  concentration  between  10‐6  and  10‐7 M  is  probably  a  better  approximation. 
With a typical [99mTc(OH2)3(CO)3]+ concentration  between 10‐8 and 10‐9 M, such bimolecular 
reactions become  very  slow  especially when  including  kinetically  inert d6  centers  like  the 
present  TcI  core.  Taking  these  factors  into  account,  the obtained RCY of  10%  (QDs),  78% 
(Au(7)NPs)  and  49%  (Au(14)NPs)  after  PD‐10  purification  are  remarkable  and  mirror  the 
potency of the DAP chelator (Figures 10B, 10C and 10D, Table 1). If higher temperatures are 








  QDs  Au(7)NPs  Au(14)NPs 
λmax (nm)  642 (648)a  520  522 
Diameter in nm  6.4 ± 0.1  6.6 ± 0.3  13.8 ± 0.4 
HDD in nm (PDI)b  13.1 (0.4)  13.5 (0.3)  20.1 (0.22) 
ζ‐pot. in mV (STD)c  ‐22.1 (1.9)  ‐22.2 (2.0)  ‐21.2 (1.9) 
Retention time (min)d  7.01  6.21  6.14 
RCYe (%)  10  78  49 







40  °C  for 3 h  in  fetal bovine serum  (FBS), whereas 10 μl of  radiolabeled NP solution were 
mixed  with  100  μl  FBS.  HPLC  analysis  of  the  AuNP  samples  revealed  for  both  stability 
experiments  trace  amounts  of  released  [99mTc(OH2)3(CO)3]+  (12.2 min  retention  time)  and 
[99mTcO4]‐  (12.8  min).  The  radiochemical  purity  (RCP)  was  still  >95%,  underlying  the 
robustness of  the DAP complex bound  to  the AuNP conjugates  (Figures 11B and 11C). No 











QDs  started  to  precipitate.  AuNPs  did  not  show  this  behavior  (no  cleavage  of  ligand  or 
complex) emphasizing  their  superior  stability over QDs. For evaluating  long  term chemical 
stabilities,  NPs  were  kept  at  4  °C  for  one  week  after  labeling.  After  this  time  period, 
















High  stabilities  are  very  crucial  for  in  vitro  and  in  vivo  applications.  Dissociation  of  the 










proteins.128,129  Au(7)NPs  and  Au(14)NPs  in  PBS  were  mixed  with  FBS  in  a  1:1  ratio  and 
incubated  at  37  °C. UV/Vis  spectra were  recorded  after  0,  3,  6,  12  and  24  h  (Figure  12). 




In  agreement  with  literature,  reporting  reduced  binding  of  negatively  charged  serum 







The  assessed  serum  stabilities  of  the AuNPs  lead  us  to  the  in  vitro  evaluation  of  the NP 





anionic  or  neutral  NPs.131  Uptake  preferences  are  different  if  the  NPs  are  actively 
transported  into  the  cell  via  receptor‐mediated  endocytosis,  i.e.  the  urea‐glutamate 
targeting function may still efficiently dock to the cell surface bound PSMA. LNCaP cells were 
seeded on glass  coverslips, placed  in well plates and  incubated with Au(7)NPs  (179  μg/ml) 




localization  of AuNPs  as  black  spots  on  the  cell  surface  (Figures  13A,  13B  and  14A).  EDX 
confirmed  the  identity of  the black  spots and  control experiments without AuNPs did not 
exhibit similar black spots in the TEM images (Figure 15). In additional experiments, the cells 
were incubated under the same conditions for 90 min in order to localize AuNPs within the 
cells.  Au(7)NPs  were  found  entrapped  in  endomembrane  compartments,  either  as  single 
particles or  as  aggregates  (Figures 13C  and 13D). Au(14)NPs were mainly present as  single 
particles  in  the  cytosol without  being  integrated  in  endosomes  (Figure  14B).  In  order  to 
exclude non‐specific uptake of AuNPs, we carried out control experiments under the same 





Figure  13. Representative  TEM  images  of  LNCaP  cells  after  30  s  (A  and B)  and  90 min  (C  and D) 



















cells  via  receptor‐mediated endocytosis. With  this  knowledge  in hand, we went one  step 
further and evaluated the functionalized and radiolabeled AuNPs in vivo. 
2.2.6  In Vivo microSPECT Imaging and Ex Vivo Biodistribution Studies 
The  in vivo behavior of  the radiolabeled Au(7)NPs and Au(14)NPs was studied  in nude NMRI 
mice bearing LNCaP tumor xenografts  in the region of the  left shoulder. After radiolabeling 
and purification of 1.0 mg AuNPs as described before, the compounds were administered via 
intravenous  injection  (i.v.)  in  concentrations  ranging  from 50  to 250  μg AuNPs per 0.2 ml 
injected  volume.  The mice were  imaged with  a  small  animal microSPECT  scanner within 
three different stages over 60 min (0‐20 min, 20‐40 min and 40‐60 min). Figure 17 shows the 
percent injected dose per gram (%ID/g) uptake data in selected organs for the two probes 60 




















































































skull are clearly visible,  features which are not  found  for Au(14)NPs. The  same observation 
holds  true  for  images at  later stages. We  first  interpreted  this observation as  the result of 
uptake by the RES organs, which include the bone marrow. In order to elicit this hypothesis, 
we  isolated the  femur of the  left  leg and bone marrow  from the spinal column  for ex vivo 
biodistribution  analyses.  The  bone  marrow  uptake  of  Au(7)NPs  (0.13  ±  0.02  %ID/g)  and 
Au(14)NPs  (0.12  ±  0.07  %ID/g)  are  small  and  almost  identical  for  both  AuNPs.  The  bone 
uptake  of  the  Au(7)NPs  (3.81  ±  0.61  %ID/g)  on  the  other  hand  is  significantly  higher  as 





In  order  to  gain  further  insights  into  the molecular  background  of  this  uncommon,  size 
dependent bone uptake, we performed metabolite analyses of the blood plasma and urine. 
HPLC  analysis  of  the  blood  plasma  1  h  p.i.  showed  that  49%  of  radiolabeled  Au(7)NPs 











high  in  vivo  stability  of  Au(7)NPs  leads  to  lower  amounts  of  99mTc  bearing  metabolites, 
consequently,  these  AuNPs  accumulate  better  at  the  bones  and  show  higher  resolved 
images  of  these  organs.  Based  on  the  HPLC  analysis  of  the  blood  plasma,  Au(14)NPs  are 




loss of  carboxylate groups, especially  from  the glutamate  residues, will  lead  to decreased 
affinity  towards bone mineral. Furthermore, Roeder and co‐workers suggested  in a  recent 
study  glutamic  acid‐functionalized  AuNPs  as  X‐ray  contrast  agents  for  damaged  bone 
tissue.133 For assessing the affinity of Au(7)NPs  for bone mineral, we added water‐insoluble 
hydroxyapatite as a nanopowder (2 mg) to a 1.0 ml solution of Au(7)NPs (1.0 mg/ml)  in PBS 
(pH  7.4).  The  suspension was mixed  at  37  °C  and UV/Vis  spectra  taken  at  different  time 
points. A constant decrease of the SPR peak evidenced successive binding of the negatively 








but  not  unambiguous  indication  for  intact,  radiolabeled  Au(7)NPs  binding  to  the  bones. 
However, one might still argue that these  in vivo data are not the result of NP binding but 
















Such  a  conjugation  was  exemplified  with  a  small molecule  inhibitor  of  PSMA  by  amide 
formation between the activated carboxylate of DAP and one primary amine of the targeting 
function (HS‐PEG‐DAP‐TF). AuNPs (7 and 14 nm) and QDs (6 nm) were derivatized with a 1:1 
mixture  of  HS‐PEG‐DAP/HS‐PEG‐DAP‐TF  and  directly  labeled  with  [99mTc(OH2)3(CO)3]+, 
demonstrating the high potency of the DAP chelator even at high dilution. Radiolabeled QDs 


















The work described  in section 2.2  is based on coating  ligands with a monothiol anchor  for 
the NP surface. We wanted to extend the  ligand system to a dithiolate anchoring group. A 
commonly used precursor  for  a dithiolate  anchor  is  lipoic  acid  (LA), which  can be  readily 



















and  PEG,  was  coupled  to  biotin  as  a  model  for  a  bioactive  molecule.  With  the  novel 
bifunctional  coating  ligands  (bearing  LA  as  an  anchor,  a  PEG  linker  and  the  different 
chelators for the [99mTc(CO)3]+ fragment) we aimed at labeling magnetic Fe3O4‐Au core‐shell 







general,  the development of NP‐based dual‐modality probes  for MRI and PET or SPECT  is 
increasingly growing in importance. The main reason for this combination is the fact that T2‐






there  are  three  strategies  to  radiolabel  paramagnetic NPs  (summary of  section  1.3): One 
strategy  is based on bifunctional  ligands with a chelate  for the radionuclide and an anchor 
for the IONP surface. Torres and co‐workers developed bisphosphonate ligands with a DPA‐
chelator  for  the  [99mTc(CO)3]+  fragment  or  a  dithiocarbamate  chelator  for  64CuII.50‐52  This 
approach  involves  initial  radiolabeling  of  the  ligands,  followed  by  coating  on  the  IONP 
surface. Another possibility to radiolabel  IONPs  is the covalent attachment of a chelator to 
the  existing  coating  and  subsequent  labeling  with  a  radionuclide.  This  concept  was,  for 
instance,  carried  out  with  DOTA  for  chelation  of  64CuII.112,137  The  third  strategy  are 
intrinsically  radiolabeled  IONPs  not  requiring  chelators  for  the  radionuclides.59  This  was 
achieved  by  incorporating  111In  during  the  synthesis  of  IONPs  or  via  adsorption  of  69Ge, 
radioactive  As  oxides  or  89Zr  on  the  IONP  surface.57,64‐66 Mareque‐Rivas  and  co‐workers 




surface,  strong  chelation  of  the  [99mTc(CO)3]+  moiety,  high  colloidal  stability  and  facile 
syntheses. It has been shown in various studies that LA in its reduced form meets the criteria 
of strong gold‐thiol binding and allows coupling to a linker via amide bond formation.138 As a 
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chelators  were  generated  at  the  second  terminal  amine  through  direct  reductive  N‐
alkylations with the aldehydes 2‐pyridinecarboxaldehyde or ethyl glyoxylate (Scheme 10).142  
 
Scheme  10.  Syntheses  of  the  different  chelator  precursors  37,  40  and  44.  i)  NaBH(OAc)3,  2‐




mesyl‐LA.143  Ligand  39 was directly obtained  after  this  step, whereas  43  and  47  required 
basic hydrolysis of  the  ethyl  ester  (Scheme  11).  Since we did not  intend  to  coat  the NPs 
quantitatively with the chelator containing ligands, we synthesised compound 48 as a basic 
coating ligand with a terminal methyl ether, which is known to provide high colloidal stability 


















































































































thickness  of  ~1.4  nm,  which  is  comparable  to  the  values  described  in  literature  (Figure 

















biphasic approach with  the NPs  in hexane on  the  top of a methanol phase containing  the 
hydrophilic ligands. Before addition of the hexane phase, the disulfide of the LA moiety was 
reduced  upon  vortexing  a  mixture  of  the  reducing  agent  tris(2‐carboxyethyl)phosphine 




conjugates. NPs coated with 48 and 39  (3:1 ratio) or 48, 39 and 50  (3:1:1 ratio) started  to 
precipitate after 1 h,  indicating not  sufficiently high hydrophilicity of  these particular NPs 
with the pyridine groups. However, once carboxylic acids are part of the coating ligands, the 
derivatized  NPs  remained  highly  soluble.  In  order  to  remove  excess  coating  ligand  and 
oxidized  TCEP  the NPs were  purified with  a  PD‐10  size  exclusion  column  (Sephadex G‐25 
medium,  PBS  as  mobile  phase).  This  purification  step  is  necessary  for  radiolabeling 
experiments since free  ligand would compete with  ligands attached to the NPs and, hence, 
lower the RCYs. DLS measurements of the purified NP conjugates showed a HDD of 11 nm 
when  coated with  48  and  43  (3:1  ratio),  as well  as with  48  and  47  (3:1  ratio). With  the 
coating  layer containing  ligand 50, both HDDs  increased to 13 nm. The HDD values did not 























Figure  25.  Representative  TEM  micrographs  of  (A)  AuNPs  of  10.1  ±  0.6  nm  and  (B)  Au‐Fe3O4 












Therefore, we used  tetramethylammonium hydroxide  (TMAOH) which  stabilizes  the  IONP 
surface  via  interactions between  [NMe4]+  cations and adsorbed hydroxide anions.145 With 
this method extremely stable Au‐Fe3O4 Dumbbell‐like NPs can be obtained.160 We observed, 
however,  that  these  NPs  did  not  run  through  the  PD‐10  column,  a  prerequisite  for  the 




weeks.  Particularly  noteworthy  is  the  fact  that  the  AuNP  surface was  not  coated with  a 
specific  thiol‐containing  ligand  at  this  stage.  This  allowed  us  to  evaluate  a  so‐called  pre‐










Figure  27.  Radiolabeling  of  Fe3O4‐Au  core‐shell  NPs  with  an  illustrative  scheme  of  the  labeling 
procedure (A) and the PD‐10 size exclusion chromatograms after  incubation at 50 °C for 2 h of NPs 
containing  chelator  43  (B),  47  (C)  and  a  control  chromatogram with  [99mTc(OH2)3(CO)3]+  only  (D). 
Please note that 0.5 ml fractions were collected and the  last fraction was the remainder activity  in 











Typically,  [99mTc(OH2)3(CO)3]+  in  saline  was  added  to  NP  solutions  in  PBS  (final  NP 
concentration ~1 mg/ml). As described in section 2.2.3, we monitored the labeling progress 
by HPLC, equipped with a size‐exclusion column and two detectors (UV‐Vis and ‐counter). 
Since  the  radio  flow monitors  in  the  ‐counter  contain magnetic  components  interacting 
with the magnetic core‐shell NPs, we could not follow this method since the NPs literally got 
stuck  to  the  detector  and  the  equipment  could  not  be  used  anymore  until  the  activity 
decayed. To avoid this problem, we had to analyze  labeling yields with a PD‐10 column by 
collecting 0.5 ml fractions and measuring the activity in the fractions with a dose calibrator, a 
similar analysis as  recently described by Torres and co‐workers with  radiolabeled  IONPs.50 
NPs were  typically  found  in  the  first  four purple colored  fractions  (0.5 – 2.0 ml) when  the 
column was  loaded with 1.5 ml  reaction mixture  (Figures 27B, 27C, 28B, 28C). The overall 
RCY varied from 24% to 52%. NPs coated with ligand 47 showed generally a lower RCY since 
it  is a weaker chelator for the [99mTc(CO)3]+ fragment than  ligand 43.161 A significant  loss of 



















48, 43  302  262  157  52% 
48, 47  391  338  174  45% 
48, 43, 50  324  263  138  43% 
48, 47, 50  296  146  71  24% 
Controle  427  274  6  2% 
 
a Activity after incubation at 50 °C for 2 h; b Activity loaded on PD10 column; c Combined activity from 











Figure 29. Normalized HPLC analysis of  (A)  99mTc  labeled  ligand 39  (retention  time 23.57 min),  (B) 








very  convenient  for  Dumbbell‐like  NPs  (Figures  30B‐30E).  The monothiol  ligand  51  gave 
higher yields than the dithiol ligands 39, 43 and 47 (Table 4). This difference might be caused 
by rather quick reoxidation of the dithiol  ligands and the concomitant  lower affinity to the 







Figure 30. Radiolabeling of Au‐Fe3O4 Dumbbell‐like NPs with an  illustrative  scheme of  the  labeling 
procedure  (A) and the PD‐10 size exclusion chromatograms after  incubation at 50 °C  for 60 min of 


















39, 52  157  141  59  38% 
Controle  120  109  1  1% 
43, 52  87  77  30  35% 
Controle  84  75  1  1% 
47, 52  86  79  35  41% 
Controle  92  81  2  2% 
51, 52  144  130  85  59% 

















39, 52  168  150  37  22% 
Controle  185  163  3  1% 
43, 52  172  158  21  12% 
Controle  176  159  2  1% 
47, 52  119  109  18  15% 
Controle  117  106  4  3% 
51, 52  172  163  40  23% 







monothiol  ligand  51,  resulting  in  26%  higher  RCY  as  compared  to  labeling without  TCEP‐
reduction.  This  indicates  the  presence  or  formation  of  disulfides  in  the  absence  of  TCEP, 
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however,  reoxidation  seem  to  be  less  of  a  problem  for monothiol  ligand  51. Moreover, 
compound 51 is less bulky than the LA‐derivatives, which in turn might lead to a higher RCY. 
In  control  experiments  the  99mTc  complexes  only were  loaded  on  the  PD‐10  column.  As 




With  this  work  we  demonstrated  the  feasibility  to  radiolabel  gold‐containing  magnetic 
nanoparticles with  the  [99mTc(CO)3]+  fragment. On  the  one  hand,  Fe3O4‐Au  core‐shell NPs 
were  labeled  in a direct approach,  in which  the gold surface was coated with bifunctional 
ligands,  consisting  of  a  anchor  for  the metal  surface  and  chelators  for  the  [99mTc(CO)3]+ 
moiety. Au‐Fe3O4 Dumbbell‐like NPs, on the other hand, were radiolabeled via a pre‐labeling 
strategy, where  the  99mTc complexes were  firstly synthesized and  then coated on  the gold 








One of  the  intermediates  along  the  syntheses of  the bifunctional  coating  ligands HS‐PEG‐
DAP (26 and 51) comprises a terminal hydroxyl group, a PEG spacer and the fully protected 







obtain  highly  sensitive  and  specific  radiopharmaceuticals  for  cancer  imaging.162  A widely 
used neuroimaging agent with excellent performance for the diagnosis of brain tumors is O‐
18F‐fluoroethyl‐L‐tyrosine  (18F‐FET).163  The  key  characteristics  of  this  tracer  are  low 
accumulation in cortical normal tissue, relatively slow blood clearance and high uptake into 
tumor  tissue  due  to  enhanced  amino  acid metabolism  and  protein  synthesis  in  tumors 
compared  to normal peripheral  tissue.164  It has been  shown  that  the uptake of  18F‐FET  in 
tumor cells occurs via  the L‐amino acid  transport  (LAT)  system and  the  stereochemistry  is 
absolutely  essential  since  the D‐isomer  showed  significantly  lower  accumulation  in  tumor 
tissue.165 Another crucial feature of 18F‐FET is its high in vivo stability and lack of metabolite 
formation which could lead to accumulation of activity in non‐tumor tissue.166 Based on this 
fact  it  appears  that  conjugation  of  a  radiolabel  to  the  para‐OH  group  of  L‐tyrosine  is  a 
reasonable  approach  to  obtain metabolically  stable  tracers.  This  concept  has  also  been 
applied for 99mTc compounds, whereas a chelator for the 99mTc core is required as compared 
to  18F  tracers.  Following  this  approach,  Yang  and  co‐workers  attached  1,4,8,11‐tetra‐
azacyclotetradecane  as  a  chelator  to  the  para‐OH  moiety,  yielding  the  99mTcV  dioxo 
complex.167 They observed moderate tumor uptake in breast tumor bearing rats, however, a 
metabolite analysis was not carried out throughout this study. Another example of a 99mTc 
labeled  L‐tyrosine  derivative was  published  by  Rösch  and  co‐workers.  In  their work,  they 
synthesized  the  tridentate  ligand  bearing O‐(N,N‐bis(carboxymethyl)aminoethyl)‐L‐tyrosine 
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for  the  labeling with  the  fac‐[99mTc(CO)3]+  fragment.168  Nevertheless,  in  vitro  and  in  vivo 
studies have not been published with this compound. To the best of our knowledge, these 
are  the  only  examples  described  in  literature  in  context  with  99mTc  labeled  L‐tyrosine 
derivatives. Therefore, we developed a synthetic pathway to synthesize the aforementioned 
99mTc labeled L‐tyrosine derivative and we evaluated this compound in C6‐xenograft bearing 




The most  important  step  in  the  synthesis of  the  target  compound  Tyr‐PEG‐DAP 55  is  the 
coupling  between  the  free  hydroxyl  group  of  53  with  the  para‐OH  of  the  protected  L‐
tyrosine  derivative.  A  very  powerful  reaction  for  this  type  of  coupling  is  the Mitsunobu 
methodology.  In  a  first  attempt  we  used  diisopropyl  azodicarboxylate  (DIAD)  and 
triphenylphosphine  in tetrahydrofuran.169 Further experiments showed that performing the 
reaction with DIAD  led  to  a higher  yield of  54  than with diethyl  azodicarboxylate  (DEAD) 
(58%  compared  to 49%). An explanation  for  this observation  could be  that  less hydrazide 
byproducts are formed since DIAD is sterically more hindered than DEAD. After linking 53 to 
enantiomerically  pure  L‐tyrosine  precursor,  compound  54  is  no  longer  a  racemate,  it 
becomes a diastereomeric mixture. Nevertheless, the two diastereomers of 54 could not be 
separated  with  silica  gel  column  chromatography  and  we  continued  the  work  without 
further separation, assuming that the distant chelator does not interfere with the bioactivity 










Due  to  the  fact  that  analytical  HPLC  equipped with  a  γ‐detector  is  the  only method  to 
characterize 99mTc compounds, the ReI complex 56 was synthesized in order to compare the 
HPLC retention times after radiolabeling. Firstly, the common precursor fac‐[Re(OH2)3(CO)3]+ 







Purification with  preparative HPLC  afforded  56  in  45%  yield  as  a  diastereomeric mixture. 
HPLC analysis of 56 revealed mainly one peak at 17.5 min retention time (Figure 33). The IR 




features  that underpin  the expected  coordination mode of  the  fac‐[Re(CO)3]+  core  (Figure 
32). While the two diastereotopic 2Ha protons in 55 appear as a sharp singlet at δ 3.28, the 
signals of  the  two protons are  clearly  split and  shifted  to higher  field  (δ 2.56 and  δ 2.28) 
upon coordination of the DAP moiety to the metal center. A reason  for this observation  is 










The  99mTcI  complex  57  was  obtained  via  three  different  methods,  whereas  all  of  the 








for  30 min  and HPLC with  γ‐detection  revealed  a  single  peak  at  18.0 min  retention  time 
(Figure 33). In comparison with the HPLC retention time of the macroscopic ReI homologue 
56, there  is a difference of 0.4 min which  is due to the HPLC setup where the γ‐detector  is 





Figure 33. Normalized HPLC analysis of  the Re complex 56  (black  line) and  the  99mTc compound 57 


















increased amino acid  requirement  for  the  synthesis of  several hormones and enzymes.165 
The reasons for the failure of tracer 57 as an amino acid analogue might  lie  in  its  lipophilic 
nature.  Additionally,  conjugation  via  a  PEG‐linker  to  the  chelator makes  the  compound 
probably  too  bulky  for  recognition  and  transportation  through  the  LAT  system.  Further 
evidence  for  the  lipophilicity  of  57  was  partial  hepatobiliary  clearance,  and  hence 









compound  57 was  still  intact  (Figure  35). However,  the metabolites have  retention  times 
similar to the parent compound and little to none polar metabolites, indicating the effective 
in vivo stability of the fac‐[DAP‐99mTc(CO)3]‐moiety in 57. The lack of polar metabolites (such 
as  fac‐[99mTc(OH2)3(CO)3]+ or  [99mTcO4]‐)  is confirmed by the  lack of blood pool retention  (a 
typical  characteristic  of  fac‐[99mTc(OH2)3(CO)3]+)  and  the  lack  of  significant  thyroid  and 
stomach uptake (a typical property of [99mTcO4]‐). HPLC analysis of the blood plasma was also 
carried out, but the low amount of radioactivity remaining in the blood at 60 min p.i. did not 









the  activity  can  mainly  be  seen  in  the  liver  and  bladder.  Interestingly,  the  gallbladder 






the  gallbladder  (A  and  B,  both  coronal  plane)  or  the  upper  intestines  part  (C,  coronal,  and  D, 
transversal plane)  to point out  the  fast hepatobiliary clearance. D  shows also  the accumulation of 
activity in the corona of the kidneys. 
 
This  uptake  and  clearance  behavior  is  similar  to  99mTc‐mebrofenin  (Choletec®,  Bracco 
Diagnostics Inc.), an imaging agent to evaluate hepatobiliary dysfunction associated with the 
gallbladder.170 In order to gain more insights about the radiolabeled tyrosine‐derivative and 
its  uptake  into  the  gallbladder, we  performed  additional  experiments with  three  healthy 
































































We  synthesized an L‐tyrosine derivative, which  is conjugated via  the para‐OH moiety  to a 
PEG‐linker and DAP‐chelator. The synthesis of the 99mTc complex was carried out in a one pot 





with  regard  to gallbladder  imaging.  In addition, derivatization of  L‐tyrosine at  its para‐OH 









we  have  demonstrated  that  compound  51  can  first  be  labeled  with  the  [99mTc(CO)3]+ 
fragment and then attached on the gold surface of Fe3O4‐Au Dumbbell‐like NPs (see section 
2.3.5).  The  fact  that  the  99mTc  labeled  compound 51  contains  an unprotected  thiol  group 
inspired  us  to  test  the  radiolabeled  complex  in  thiol‐disulfide  exchange  reactions.  These 
rearrangement  reactions have been widely explored  in proteins,  in  this  context known as 




The  rate  of  this  reaction  is  determined  primarily  by  the  accessibility  of  the  disulfide,  the 
reactivity of  the attacking  thiol and  the  concentration, whereas  the  reactivity depends on 
the pKa of  the  thiol‐group and,  therefore,  the pH of  the media. Exchange  reactions occur 
rapidly at pH 9 and become slower at  lower pH values. However, such reactions are often 
catalyzed  in proteins by  an enzyme  called  thioredoxin.107  In  a  second  step,  a nucleophilic 
attack from a second Cys thiolate takes place on the asymmetric disulfide R’’S–SR: 
R’’’SH + R’’S–SR ↔ R’’S–SR’’’ + RSH 
Consequently, a new disulfide bond R’’S–SR’’’  is established and  the second  thiol‐disulfide 
exchange  reaction  depends  highly  on  the  thermodynamic  stability  of  mixed  disulfide, 
associated with conformational features of the peptide or protein.172 
Disulfides  are  not  only  important  for  the  tertiary  structure  of  proteins,  but  also  for  the 
formation of drug conjugates or prodrugs. Thereby, the disulfide bonds serve as covalently 
reversible linkages which can be cleaved after entering the strongly reducing environment of 
the  cell.  In  tumor  cells,  most  notably,  the  concentrations  of  the  reducing  molecule 
glutathione (GSH) are much higher than in blood plasma (2‐8 mM versus 1‐2 μM).173 Liu and 








chemotherapy drug alone.  In  their work,  they  conjugated a disulfide  containing  vitamin E 






Scheme  19.  The  formation of disulfide bonds  via  a  2‐pyridinesulfenyl‐activated  thiol  (left) or  a  3‐
nitro‐2‐pyridinesulfenyl‐activated thiol (right). 
 
Typically,  these  reactions  are  performed  under  acidic  conditions  (pH  4.5‐7.0)  to  prevent 
oxidation  of  the molecule with  the  free  thiol  group  (R’‐SH  in  Scheme  19),  leading  to  the 
undesired  homodimer.  Disulfide  formation  with  sulfenyl‐activated  molecules  is  a  very 
elegant method  to  insert  the  disulfide  functionality.  It  has  been  applied  for  a  variety  of 
applications, a few examples are listed below: 
Weissleder  and  co‐workers  synthesized  an  NHS‐activated  linker  (N‐succinimidyl  3‐(2‐
pyridyldithio)propionate,  SPDP), which  they  coupled  to  IONPs,  functionalized with  amine 














pyridinesulfenyl‐activated  compounds  are  also  interesting  for  analytical  purposes,  for 
instance  to  capture  Cys‐containing  peptides  on  a  resin179  or  to  detect  thiol‐containing 
substances in highly selective and sensitive mass spectrometry experiments.180 







Such a radiolabeling procedure  is particularly  interesting because the only requirement  is a 
free  thiol  group  in  a  biomolecule,  for  instance  a  Cys  residue  in  a  peptide.  This  is  a  big 
advantage over the conventional 99mTcI  labeling strategies, which usually necessitate major 
chemical modifications of the bioactive molecule. A very prominent example is the addition 




However,  the  bioactive  molecule  has  to  be  linked  either  to  the  monodentate  ([2+1B] 
concept) or  to  the bidentate  ligand  ([2B+1] concept). Alternatively, an artificial amino acid 

















thiol with 2,2’‐Dithiodipyridine  (DTDP)  to obtain  the orthopyridyl disulfide.  There  are  two 
possibilities for that, either by activating  ligand 51 before radiolabeling or by activating the 
99mTc complex 58 with DTDP. In a preliminary experiment ligand 51 and DTDP were mixed in 
aqueous  solution  at  neutral  pH,  leading  to multiple  peaks  in  the  HPLC  analysis.  Before 
performing preparative HPLC purification, we carried out some  initial  labeling experiments 
to evaluate the approach with DTDP‐activation of the 99mTc complex 58. Firstly,  labeling of 
ligand 51 with  the  [99mTc(CO)3]+  fragment was  rendered by mixing  the  [99mTc(OH2)3(CO)3]+ 
precursor with an aqueous  solution of 51 at 60  °C  for 30 min at neutral pH  (Scheme 21). 
HPLC analysis with a γ‐detector revealed multiple minor peaks in the region of the main peak 
at 18.5 min (Figure 39). We decided to add a solution of DTDP  in methanol and stirred the 




on  these  results, which were  notably  fully  reproducible, we  hypothesized  that  all  peaks 
between 16 and 22 min in Figure 39 are associated with the target complex 58. The multiple 
peaks might be associated with the presence of a free thiol group, possibly leading to various 
interactions  and  hence  different  retention  times  in  the  HPLC  analysis.  However,  upon 









Re analog 59  (red  line,  left) and activated 99mTc complex 60  (black  line, right). Please note that the 
difference  of  0.5 min  between  the  absorbance  (red  line)  and  γ‐counts  (black  line)  is  due  to  the 
detector setup in which the γ‐detector is located after the UV‐detector. 
 
The  Re  congener  59  of  58  was  synthesized,  purified  with  preparative  HPLC  and  fully 
characterized. HPLC analysis of the isolated Re complex 59 exhibited one major peak at 18.0 
min,  which  is  in  accordance  with  the  main  peak  observed  in  the  HPLC  trace  after  the 
synthesis of 58 (Figure 39). The HPLC trace showed tailing of the main peak, which might be 








difference was more product 60  formation as  compared  to  the experiment without  semi‐




The  potential  of  the  99mTc  complex  60  to  radiolabel  biomolecules with  a  thiol  group was 
evaluated with thioglucose, Cys and GSH. The first target to label was thioglucose 61, which 
is  synthesized  in  three  steps  starting  from  2,3,4,6‐tetra‐O‐acetyl‐α‐D‐glucopyranosyl 
bromide  (Scheme  22).187  Stenzel  and  co‐workers  showed  that  thioglucose  can  readily  be 
converted  to  the  pyridyl  disulfide  62.188  This  compound was  interesting  for  radiolabeling 











60  °C  and prolonging  the  reaction  time did not  cause  an  increase of  the peak.  The main 


















The  answer  to  the  aforementioned  observation  lies  in  the  concentration  differences 
between the reactions occurring at tracer level (10‐9‐10‐8 M) and the simultaneous reactions 
of  the  unlabeled  ligands  (10‐3 M). When  the  99mTc  complex  58  is  activated  with  DTDP, 
thiopyridine  is not only formed through this reaction, but also excess  ligand 51 reacts with 
DTDP,  leading  to  thiopyridine  concentrations  in  the mM  range  (Scheme 24A). Thioglucose 
61, which was used  in a fivefold excess as compared to DTDP, can react with the activated 
complex 60 and  the activated  ligand 51  (Scheme 24B). Both  reactions,  in  turn, potentially 
increase  the  thiopyridine  concentration  in  the  reaction  mixture.  Finally,  the  produced 
thiopyridine can attack complex 63 and, therefore,  lower the yield (Scheme 24C).  It should 









58,  the  unlabeled  ligand  51  reacts with  the  pyridyl  disulfide  as well  (Scheme  25A).  As  a 





















































58 (10-9 - 10-8 M)









































Apart  from  thioglucose,  the  feasibility  to  radiolabel  thiol‐containing biomolecules with  60 
was  also  exploited with  Cys  and  GSH  (Scheme  26).  The  reaction  of  the  pyridyl  disulfide 
complex 60 with Cys and GSH exhibited product  formation according  to HPLC analyses at 
17.2 min  (64)  and  16.4 min  (65)  retention  time  (Figure  41).  In  line with  the  thioglucose‐
experiments,  the  limiting  component  of  these  reactions  is  the  emerging  thiopyridine, 










Based  on  the  insights  gained  from  the  experiments,  the  focus was  on  finding  a  strategy 
which prevents or minimizes the formation of thiopyridine. It  is obvious from the reactions 
shown  in Scheme 24 that unlabeled  ligand 51  is the driving force behind the generation of 
thiopyridine. Consequently,  it was attempted to get rid off excess  ligand 51 by means of a 




loading  the  cartridge  with  the  reaction  mixture,  washing  it  with  water  to  elute  the 
hydrophilic components (e.g. free ligand 51) and, finally, extraction of the 99mTc complex 58 
with methanol. The HPLC trace after SepPak purification is comparable to the one displayed 
in  Figure  39  (reaction mixture  after  the  labeling  of  ligand  51)  and  the  same  three major 





Figure  42.  Normalized  HPLC  analyses  of  SepPak‐purified  compound  58  (left)  and  subsequent 
activation to the pyridyl disulfide 60 with DTDP (right). 
 
The  reaction mixture  containing  compound  60 was  used without  further  purification  and 
incubated with thioglucose 61 at 60 °C for 30 min. The desired product 63 was obtained  in 
88% yield,  indicating  that  removal of excess  ligand 51  is a successful approach  to  increase 
the yield of 63 as compared to the synthesis shown  in Scheme 23. The same holds true for 
the  reaction  of  purified  58 with  pyridyl  disulfide  glucose  62,  generating  the  radiolabeled 
glucose derivative 63 in 90% yield (Figure 43). For both reactions, the 99mTc complex 58 was 
observed in the HPLC analyses, originating from either unactivated compound 58 in the first 
case  or  incomplete  reaction  with  the  pyridyl  disulfide  glucose  62  in  the  second  case. 



















terminal thiol group. The reason why complex 58  is  formed  is exemplified  for the reaction 
with Cys (Scheme 27). For the synthesis of compound 60, complex 58  is  incubated with a 1 
mM  solution  of DTDP.  It  is  assumed  that  the  excess DTDP  reacts with  Cys  and  forms  its 
pyridyl disulfide  conjugate. Therefore, Cys was added  in a  fivefold excess as  compared  to 
DTDP  in  order  to  have  Cys with  the  free  thiol  group  available  for  the  reaction with  60. 
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However,  the excess Cys can  further  react with 64, generating 58, or pyridyl disulfide Cys. 






The  preparation  of  the  pyridyl  disulfide  complex  60  was  additionally  investigated  with 
microwave‐assisted  synthesis.  Firstly,  compound  58  was  obtained  upon  addition  of 
[99mTc(OH2)3(CO)3]+ to ligand 51 and stirred at 110 °C for 4 min under microwave irradiation. 
As  shown  in  Figure  43,  the  product  peak  is  more  distinct  after  SepPak  purification  as 
compared  to  the HPLC analysis of  the  thermal  reaction  (Figure 45). Secondly,  complex 58 
was converted to the activated complex 60 and best yields (85%) were achieved after 4 min 
at 90 °C under microwave irradiation. We also evaluated the conjugation of 60 to the thiol‐
containing  biomolecules,  whereas  the  yields  were  in  all  cases  lower  than  the  thermal 
reactions. From these results we concluded that microwave‐assisted synthesis is suitable for 
the formation of compound 60 and the overall reaction time can be reduced from 1 h to 8 
















for  4  min  under  microwave  irradiation  (analogously  to  DTDP  activation).  HPLC  analysis 
revealed only 59% product formation at 21.3 min retention time and the second peak (41%) 
was  assigned  as  educt  (Figure  46).  During  the  labeling  optimization  a  better  yield  was 
achieved  at  slightly  alkaline  conditions  and  the  reaction  worked  best  (85%  yield)  upon 
addition  of  borate  buffer  (pH  8.3).  In  contrast  to  the  experiments with DTDP  a  buffer  is 

























DAP  is  not  only  interesting  as  a  coating  ligand  for  NPs,  but  also  for  the  labeling  of 
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biomolecules with a  free  thiol group. Therefore,  the  complex HS‐PEG‐DAP‐99mTc(CO)3  (58) 
was activated with DTDP to form the pyridyl disulfide derivative 60. This compound can be 
attacked nucleophilically by a thiol‐functionality (e.g. thioglucose, Cys or GSH) to form a new 
disulfide bond. We envision  that  this novel  labeling strategy allows  the conjugation of  the 
activated  99mTc complex  to peptides or proteins bearing a  free  thiol group. Experiments  in 
this direction and kinetic studies are currently underway in our laboratories. 
 





Ethyl cyanoacetate  (98%), di‐tert‐butyl dicarbonate  (97%) and  sodium borohydride  (>96%) 
were  acquired  from  ABCR  (Germany).  Glacial  acetic  acid  (100%),  tellurium  powder, 
dichloromethane,  ethanol,  ethyl  acetate,  acetone,  hexane,  tetrahydrofuran,  butanol, 
toluene,  methanol,  chloroform,  dimethylformamide  and  1,2‐dichloroethane  (all  reagent 
grade)  were  purchased  from  Merck  (Switzerland).  Sodium  nitrite  (≥97%),  sodium 
bicarbonate  (99%),  diethyl  ether  (≥97%),  sodium  dithionite  (technical  grade,  85%),  p‐
toluenesulfonic  acid  monohydrate  (≥98.5%),  magnesium  sulfate  (97%),  N,N’‐
diisopropylethylamine  (≥99%),  1,2‐dibromoethane  (98%),  potassium  tert‐butoxide  (98%), 
sodium iodide (99%), sodium chloride (97%), diphenyl sulfoxide (96%), methyltrichlorosilane 
(99%), 2‐benzyloxyethanol (98%), 2‐sulfanylethanol (≥99%), potassium bicarbonate (99.7%), 
bromine  (reagent  grade),  hydrobromic  acid  (48 wt. %  in  H2O,  ≥99%),  sodium  carbonate 
(≥99%), L‐cysteine (≥97%), L‐cystine, cadmium perchlorate hexahydrate (reagent grade), zinc 
perchlorate  hexahydrate  (reagent  grade),  triethylene  glycol  (99%),  tetraethylene  glycol 
(99%),  sodium  hydride  (60%  dispersion  in  mineral  oil),  benzyl  bromide  (98%), 
tetrabromomethane (99%), triphenylphosphine (≥98.5%), sodium (cubes), nickel(II) chloride 
hexahydrate  (≥98%),  diethylenetriamine  (99%),  palladium  on  carbon  (10  wt.  %  loading), 
triphenylmethanethiol (97%), triethylsilane (97%), triphosgene (98%), triethylamine (≥99%), 
sodium  hydrogen  sulfate  (technical  grade),  6‐aminohexanoic  acid  (≥98.5%),  N,N’‐
dicyclohexylcarbodiimide  (99%),  dimethylaminopyridine  (≥99%),  sodium  phosphate 
monobasic  dihydrate  (≥99%),  sodium  phosphate  dibasic  dodecahydrate  (≥99%), 
trioctylphosphine oxide  (99%), hexadecylamine  (98%),  cadmium acetylacetonate  (≥99.9%), 
1,2‐hexadecanediol (technical grade, 90%), trioctylphosphine (97%), hexamethyldisilathiane 
(synthesis  grade),  diethylzinc  (1  M  in  hexane),  oleylamine  (technical  grade,  70%), 
hydroxyapatite  (nanopowder,  <200  nm  particle  size,  ≥99%),  fetal  bovine  serum  (FBS),  p‐
toluenesulfonyl  chloride  (97%),  potassium  hydroxide  (flakes,  90%),  sodium  azide  (≥99%), 
sodium  triacetoxyborohydride  (97%),  2‐pyridinecarboxaldehyde  (99%),  DL‐α‐lipoic  acid 




N,N’‐dicyclohexylcarbodiimide  (99%), dimethylaminopyridine  (≥99%),  iodomethane  (≥99%), 
methoxypolyethylene glycol 750,  tert‐butyl bromoacetate  (98%), dopamine hydrochloride, 
iron(III)  acetylacetonate  (≥97%),  oleylamine  (tech.  grade,  70%),  1,2‐hexadecanediol  (tech. 
grade  90%),  iron pentacarbonyl,  sodium phosphate monobasic dehydrate  (≥99%),  sodium 
phosphate  dibasic  dodecahydrate  (≥99%),  tris(2‐carboxyethyl)phosphine  hydrochloride 
(≥98%), tetramethylammonium hydroxide solution (25 wt. % in water), 2,2’‐dithiodipyridine 
(≥99%), 2,3,4,6‐tetra‐O‐acetyl‐α‐D‐glucopyranosyl bromide  (97%),  thiourea  (≥99%),  sodium 
pyrosulfite  (≥99%),  sodium  methoxide  (≥97%),  glutathione  (≥97%),  5,5’‐dithiobis‐(2‐
nitrobenzoic  acid)  (≥98%)  and  HPLC  solvents  were  purchased  from  Sigma  Aldrich 
(Switzerland).  Phenylmethanethiol  (96%),  trifluoroacetic  acid  (99%),  diphenyl  ether  (99%), 
oleic  acid  (tech.  grade  90%),  1,2,3,4‐tetrahydronaphthalene  (97%),  1‐octadecene  (tech. 
grade  90%),  gold(III)  acetate  (99.9%)  and  hydrogen  tetrachloroaurate(III)  hydrate  (99.9%) 
were obtained from Alfa Aesar (Germany). The amino acid derivatives L‐glutamic acid di‐tert‐
butyl  ester  hydrochloride,  N(ε)‐benzoyloxycarbonyl‐L‐lysine  tert‐butyl  ester  hydrochloride 
and  N‐(tert‐butoxycarbonyl)‐L‐tyrosine methyl  ester  (99%)  were  purchased  from  Bachem 
(Switzerland). Deuterated NMR solvents were obtained from Armar Chemicals (Switzerland). 
Water  was  doubly  distilled  before  use.  PD‐10  size  exclusion  columns  (Sephadex  G‐25 
medium) were purchased  from GE Healthcare  (Switzerland). C18ec‐SepPak cartridges were 





The  UV‐Vis  measurements  were  collected  on  a  Perkin  Elmer  Lambda  35  UV‐Vis 
spectrophotometer  between  200  and  900  nm.  The  luminescence  measurements  were 
performed on a Perkin Elmer LS50 B spectrophotometer. The  luminescence quantum yield 
was  calculated  based  on  a  relative method  reported  in  literature with  Rhodamine  6G  or 
methylene  blue  as  a  reference  dye.54  FT‐IR  spectra  were  acquired  on  a  Perkin  Elmer 






various  experiments  (1D  NOE,  1H  COSY,  C,H  Correlation  and  13C  DEPT).  Electronspray‐
ionisation  mass  spectrometry  (ESI‐MS)  was  performed  on  a  Bruker  esquireTM/LC 
spectrometer  or  on  a  Bruker  esquireTM/HCTTM  spectrometer.  High‐resolution  mass 




General  Purpose method  and  only  slightly modified  by  an  autotune  procedure.  Iron was 
measured as isotope 56Fe, gold as isotope 197Au and the values are reported as the average 
of  50  sweeps  with  five  replicates.  DLS  measurements  were  carried  out  on  a  Malvern 
Zetasizer Nano  Series  instrument  utilizing  90°  backscatter  at  25  °C.  The  concentration  of 
stock NPs solutions were 0.5 mg/ml in PBS pH 7.4 and all NPs were filtered through a 0.2 μm 
filter  before  analysis.  Typical  count  rates were  150‐300  kHz. Hydrodynamic  size  data  are 




grid,  allowing  the  solvent  to  evaporate.  Size  analysis was  performed  on  captured  digital 
images using ImageJ V.1.47m, the size was determined from an average of 50 measurements 
and expressed as mean value ± standard deviation. Preparative HPLC was performed on a 
Varian  Pro  Star  system,  using  a Macherey‐Nagel  RP  250/40  Nucleosil  Gravity  7  μm  C18 
column. The solvents were 0.1% trifluoroacetic acid (solvent A) and methanol or acetonitrile 
(solvent B). The HPLC gradient used  is as follows: 0‐6 minutes: 95% A, 5% B; 6‐20 minutes: 











was  equipped  with  the  UV‐detector  L‐7400,  the  luminescence‐detector  L‐7485  and  the 
radio‐detector Berthold FlowStar LB513. The flow rate was 1.0 ml/min using PBS (pH 6.9) as 
a mobile phase. UV‐detection was performed at 365 nm and luminescence‐detection at 650 
nm  (excitation at 365 nm), equipped with  the UV‐detector  L‐7400 and  the  radio‐detector 























dithionite  (34.0  g,  0.2  mol)  was  added  portionwise  over  a  period  of  one  hour.  The 






the mixture was diluted with diethyl ether  (100 ml) to  induce crystallization. The  flask was 



















room  temperature  for  10  min.  Phenylmethanethiol  (3.5  ml,  30  mmol)  and  1,2‐
dibromoethane  (5.17  ml,  60  mmol)  were  added  and  the  mixture  was  stirred  at  room 
temperature  for 13 h, whereas a colorless precipitate was  formed over  time. After adding 
diethyl ether (200 ml), the mixture was filtered and concentrated under reduced pressure. 
The  residue  was  purified  by  silica  gel  column  chromatography  (ethyl  acetate)  to  give  a 
colorless oil. Yield: 5.3 g (77%). 1H NMR (300 MHz, CDCl3, ppm) δ 7.26 – 7.39 (m, 5H), 3.79 (s, 





added.  The  mixture  was  stirred  at  room  temperature  for  14  h,  whereas  a  colorless 
precipitate  was  formed  over  time.  The  precipitate  was  filtered  and  the  filtrate  was 
concentrated under reduced pressure. The residue was dissolved  in diethyl ether (150 ml), 












acetate  (3  x  100 ml).  The  organic  phase was washed with  brine,  dried  over magnesium 
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6  (320 mg, 0.9 mmol) was dissolved  in dry methanol  (20 ml)  and  cooled  to 0  °C. Di‐tert‐
butyldicarbonat (371 mg, 1.7 mmol) and nickel(II) chloride hexahydrate (20 mg, 0.09 mmol) 
were  added. Afterwards  sodium borohydride  (257 mg, 6.8 mmol) was  added portionwise 
during a time period of 30 min. The black mixture was stirred at room temperature for 16 h. 
Diethylenetriamine  (0.1 ml,  0.9 mmol) was  added  and  the mixture was  stirred  at  room 
















mixture was  redissolved  in methanol  (1ml)  and  the  product was  separated  from  sodium 









8  (68 mg,  0.24 mmol) was  dissolved  in  a  solution  of  0.4 M  diphenyl  sulfoxide  and  1 M 
methyltrichlorosilane  in  TFA.  The  mixture  was  stirred  at  0  °C  for  4  h  while  a  colorless 
precipitate was formed over time. After warming up to room temperature, the solvent was 
removed  under  reduced  pressure  and  the  resulting  residue was washed  five  times with 
diethyl ether  to  remove unreacted diphenyl  sulfoxide. The  residue was dissolved  in water 





2‐Benzyloxyethanol  (2.9 g, 19.1 mmol) was dissolved  in dry dichloromethane  (100 ml) and 
cooled  to  0  °C.  Tetrabromomethane  (7.3  g,  22.0 mmol) was  added  and  the mixture was 
stirred for 5 min. Afterwards triphenylphosphine (5.8 g, 22.0 mmol) was added portionwise 
during  30  min.  The  mixture  was  stirred  at  room  temperature  for  additional  5  h.  After 
concentration to half of its volume, hexane (250 ml) was added and a white precipitate was 



















2.39  (m, 2H), 1.46  (s, 9H) 1.29  (t, 3H, J=7.3 Hz). 13C NMR  (100 MHz, CDCl3, ppm) δ 166.52, 




10  (1.70  g,  4.7 mmol) was dissolved  in dry methanol  (75 ml)  and  cooled  to 0  °C. Di‐tert‐
butyldicarbonat  (2.03  g, 9.3 mmol)  and nickel(II)  chloride hexahydrate  (0.01  g, 0.5 mmol) 
were  added. Afterwards  sodium borohydride  (1.41  g,  37.2 mmol) was  added portionwise 
during a  time period of 1 h. The black mixture was  stirred at  room  temperature  for 14 h. 
Diethylenetriamine  (0.55 ml,  5.1 mmol) was  added  and  the mixture was  stirred  at  room 
temperature  for  60  min.  The  solvent  was  evaporated  and  the  residue  was  partitioned 




































for  10  min  at  room  temperature.  Triphenylmethanethiol  (1.11  g,  4.0  mmol)  and  1,2‐
dibromoethane  (0.70  ml,  8.0  mmol)  were  added  and  the  mixture  was  stirred  at  room 








2‐Sulfanylethanol  (12.0 ml,  0.17 mol) was  dissolved  in  dichloromethane  (160 ml)  and  an 
aqueous potassium bicarbonate solution (10%, 160 ml). Bromine (8 ml) was added dropwise 
at 0°C and after addition the mixture was stirred for additional 60 min at room temperature. 











acid  (34 ml)  at  0  °C.  Afterwards  2,2’‐disulfanediyldiethanol  (1.5  g,  9.6 mmol) was  added 
dropwise and  the mixture was stirred at  room  temperature  for 20 h and at 80  °C  for 3 h. 
After  cooling  to  room  temperature, dichloromethane  (10 ml) was  added,  the upper  layer 






This  synthesis was performed according  to a  literature procedure, but  L‐cystine was used 
instead of L‐cysteine and the entire synthesis was downscaled.109 L‐cystine (121.4 mg, 0.51 
mmol) and NaBH4 (38.2 mg (1.0 mmol) were mixed in nitrogen‐saturated water (10 ml) and 
stirred at  room  temperature  for 4 h.  In  the meantime,  tellurium powder  (15 mg),  sodium 
borohydride  (9 mg)  and nitrogen‐saturated water  (2 ml) were mixed  and  stirred  at  room 
temperature  for 30 min, whereas  the mixture became slightly pink.  In a  three‐neck  round 
bottom  flask cadmium perchlorate hexahydrate  (0.5 g), zinc perchlorate hexahydrate  (1.33 



























mixture was  stirred at  room  temperature  for 30 min. Afterwards benzyl bromide  (5.12  g, 
43.4 mmol) was  added  and  the mixture was  stirred  at  room  temperature  overnight.  The 
reaction was quenched with water (50 ml) and the mixture was extracted with ethyl acetate 
(3 x 80 ml). The combined organic phases were dried over magnesium sulfate, filtered and 






18  (3.7  g,  13.0 mmol) was  dissolved  in  dry  dichloromethane  (70 ml)  and  cooled  to  0  °C. 
Tetrabromomethane  (5.1 g, 15.2 mmol) was added and  the mixture was stirred  for 5 min. 
Afterwards  triphenylphosphine  (4.0  g,  15.2 mmol) was  added portionwise during  30 min. 
The mixture was stirred at room temperature  for an additional 3 h. After concentration to 











(2.22  g,  6.4  mmol)  was  added  to  the  solution  and  the  reaction  mixture  was  refluxed 








6.61  (s, 1H), 4.56  (s, 2H), 4.29  (q, 2H,  J=7.0 Hz), 3.59 – 3.79  (m, 14H), 2.19 – 2.35  (m, 1H), 
1.95 – 2.12  (m, 1H), 1.45  (s, 9H) 1.32  (t, 3H,  J=7.0 Hz).  13C NMR  (100 MHz, CDCl3, ppm)  δ 
171.07, 166.59, 138.21, 128.29, 127.67, 127.54, 116.93, 81.24, 73.16, 70.63, 70.59, 70.54, 
70.40, 70.25, 69.03, 67.03, 63.29, 60.32, 32.10, 28.24, 28.14, 15.10, 13.89. ESI‐MS (MeOH): 





20  (2.03  g,  4.1 mmol) was dissolved  in dry methanol  (40 ml)  and  cooled  to 0  °C. Di‐tert‐
butyldicarbonat  (1.79  g, 8.2 mmol)  and nickel(II)  chloride hexahydrate  (0.10  g, 0.4 mmol) 
were  added. Afterwards  sodium borohydride  (1.24  g,  32.8 mmol) was  added portionwise 
during  a  period  of  1  h.  The  black  mixture  was  stirred  at  room  temperature  for  14  h. 
Diethylenetriamine  (0.49 ml,  4.5 mmol) was  added  and  the mixture was  stirred  at  room 
temperature  for  additional  90  min.  The  solvent  was  evaporated  and  the  residue  was 
partitioned between ethyl acetate and a saturated sodium hydrogen carbonate solution. The 
organic phase was dried over magnesium sulfate and the resulting colorless oil was purified 
















part was  removed  to give  the product as a colorless oil. Yield: 1.02 g  (98%).  1H NMR  (400 








22  (1.02  g,  2.0 mmol) was  dissolved  in  dry  dichloromethane  (30 ml)  and  cooled  to  0  °C. 
Tetrabromomethane  (0.78 g, 2.4 mmol) was added and  the mixture was stirred  for 5 min. 
Afterwards  triphenylphosphine  (0.62  g,  2.4 mmol) was  added portionwise during  30 min. 
The mixture was stirred for at room temperature for additional 4 h. After concentration to 



















under  reduced  pressure  and  the  resulting  residue  was  treated  with  water  (20  ml)  and 
extracted with ethyl acetate  (3 x 60 ml). The organic phase was washed with brine, dried 
over magnesium sulfate and filtered. The solvent was removed under reduced pressure and 





NMR  (100 MHz,  CDCl3,  ppm)  δ  172.73,  155.95,  154.66,  144.85,  129.64,  127.88,  126.66, 





















25  (150  mg,  0.20  mmol)  was  dissolved  in  dichloromethane  (1.2  ml,  19.2  mmol). 
Trifluoroacetic acid (0.61 ml, 7.8 mmol) and triethylsilane (0.24 ml, 1.5 mmol) was added and 















7.6 mmol),  triethylamine  (2.1 ml, 15.2 mmol) and dry dichloromethane  (30 ml) was added 
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dropwise  at  0  °C  during  2  h.  After  stirring  for  additional  40  min,  a  solution  of  N(ε)‐
benzoyloxycarbonyl‐L‐lysine tert‐butyl ester hydrochloride (2.82 g, 7.6 mmol), triethylamine 
(2.1 ml, 15.2 mmol) and dry dichloromethane (25 ml) was added and the mixture was stirred 
at room  temperature  for 2 h. Afterwards  the solution was concentrated and ethyl acetate 
(50 ml) was added. The organic phase was washed with 2 M NaHSO4 (2 x 50 ml), brine (40 
ml) and dried over magnesium  sulfate. The  solvent was  removed under  reduced pressure 
and  the  residue  was  purified  by  silica  gel  column  chromatography  (1:1  ethyl  acetate  / 
hexane)  to  give  the product  as  a  colorless oil which  solidified  after  a while.  Yield:  2.56  g 
(69%). 1H NMR (400 MHz, CDCl3, ppm) δ 7.28 – 7.35 (m, 5H), 5.13 – 5.23 (m, 3H), 5.09 (d, 2H, 
J=5.7 Hz), 4.29 – 4.37 (m, 2H), 3.14 – 3.20 (m, 2H), 2.22 – 2.33 (m, 2H), 1.49 – 1.85 (m, 8H), 















sodium  hydroxide  solution  (10  ml).  The  solution  was  cooled  to  0  °C  and  di‐tert‐





solvent  was  removed  under  reduced  pressure  and  the  waxy  oil  was  dried  under  high 








28  (778 mg, 1.6 mmol) and 29  (370 mg, 1.6 mmol) were dissolved  in dry dichloromethane 
(25 ml). N,N’‐dicyclohexylcarbodiimide  (362 mg, 1.8 mmol) and dimethylaminopyridine  (22 
mg, 0.2 mmol) were added and the suspension was stirred at 0 °C for 30 min and at room 
temperature  for 42 h. The white precipitate was  separated  from  the  reaction  solution via 
decantation. The solvent was removed under reduced pressure and the residue was purified 
by silica gel column chromatography  (ethyl acetate / hexane 1:1)  to give  the product as a 





36.65,  34.08,  32.68,  31.82,  29.79,  28.87,  28.60,  28.36,  28.24,  28.17,  26.42,  25.76,  25.48, 























solvent was  removed  under  reduced  pressure  and  the  residue was  purified  by  silica  gel 




(t, 2H,  J=7.0 Hz), 1.44  (s, 18H).  13C NMR  (100 MHz, CDCl3, ppm)  δ 157.01, 145.07, 129.85, 
128.10, 126.87, 70.64, 70.57, 70.53, 70.42, 69.84, 66.99, 66.82, 63.53, 33.19, 34.19, 31.86, 
28.54, 25.80. ESI‐MS  (MeOH): m/z = 858  [M+Na]+. HR‐ESI‐MS  (MeOH)  for C44H57N3NaO11S 
















71.30,  71.23,  70.63,  67.94,  67.73,  63.23,  53.96,  53.50,  49.85,  44.94,  40.54,  40.12,  37.01, 
34.30, 33.21, 32.80, 31.11, 29.97, 28.93, 29.80, 27.56, 26.70, 23.96. ESI‐MS (MeOH): m/z = 








33  (242 mg,  0.21 mmol), was  dissolved  in  dichloromethane  (1.3 ml).  Trifluoroacetic  acid 
(0.63 ml)  and  triethylsilane  (0.25 ml) were  added  and  the  solution was  stirred  at  room 








40.28,  38.91,  35.58,  32.57,  30.58,  30.00,  27.76,  26.25,  25.63,  25.00,  23.06,  22.31.  ESI‐MS 








CdSe/ZnS  core‐shell  nanocrystals  were  prepared  according  to  a  reported  procedure.123 
Briefly, trioctylphosphine oxide (5 g), hexadecylamine (2.5 g) and trioctylphosphine (1.25 ml) 
were kept under vacuum at 130  °C  for 1 h. Under atmospheric pressure  the  temperature 
was  elevated  to  350  °C.  In  a  separate  flask,  cadmium  acetylacetonate  (155  mg),  1,2‐
hexadecanediol (300 mg) and trioctylphosphine (2.5 ml) were heated under vacuum to 100 
°C  until  the  solution  became  homogeneous.  After  cooling  to  80  °C  under  atmospheric 
pressure,  2.5 ml of  a  1 M  solution of  selenium powder  in  trioctylphosphine  (2.5 ml) was 
added. This mixture with  the cadmium and  selenium precursors was  immediately  injected 
into  the 350  °C hot  flask and  then cooled  to 270  °C. At  this  temperature  the mixture was 
stirred  for 60 min  and  after  cooling  to  room  temperature, butanol  (50 ml) was  added  to 
precipitate  the QDs.  After  centrifugation  and  removal  of  the  supernatant,  the QDs were 
dispersed  in  hexane  (5 ml)  and  the  precipitation  procedure was  repeated  twice.  For  the 
overcoating,  trioctylphosphine oxide  (30 g) was kept under vacuum at 120  °C  for 2 h. The 
purified CdSe quantum dots  from step 1 were dispersed  in 10 ml hexane and 1 ml of  this 
solution was added to the trioctylphosphine oxide at atmospheric pressure. The solvent was 
removed under vacuum. At atmospheric pressure,  the mixture was heated  to 180  °C.  In a 
separate two‐neck round‐bottom flask trioctylphosphine (4 ml), diethylzinc (1 M  in hexane; 











quenched  by  the  addition  of  methanol  (100  ml)  and  the  precipitate  was  isolated  by 
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The  photoinduced  phase  transfer  was  adapted  from  a  reported  procedure  with 





50  min.  During  this  procedure,  the  originally  purple  hexane  phase  became  completely 

























LNCaP  (ATCC®  CRL‐1740TM)  and  Cos‐7  (ATCC®  CRL‐1651TM)  cell  lines were  purchased  from 
ATCC (France). Both cell lines were cultured according to the guidelines of ATCC and seeded 
on glass coverslips which were placed in 24‐well plates. The cells were incubated with 400 μl 
AuNP  solution  (PBS  pH  7.4  / medium  1:4)  for  30  s  and  90 min  at  37  °C  under  5%  CO2 
atmosphere. The concentration of 7 nm AuNPs was 179 μg/ml and of 14 nm AuNPs  it was 
189  μg/ml  (determined  by  ICP‐MS).  Control  experiments  for  both  incubation  times were 
carried out under  the  same conditions, but without using AuNP  solution. After  incubation 
the  AuNP  solutions  were  removed,  the  glass  coverslips  were  washed  with  PBS  and 
transferred  into  well  plates  containing  2.5%  glutaraldehyde  in  0.1  M  PB  solution.  After 
fixation  at 4  °C  for 1 h  the  samples were washed with PBS  and  incubated  in 1% osmium 
tetroxide  in 0.1 M PB at room temperature for 30 min. After washing with water, the cells 
were dehydrated  in an  increasing concentration of ethanol (70%, 96% and 100%). The cells 
were  infiltrated  in a mixture of Epon 812  resin and ethanol  (2:1) and  finally embedded  in 
pure resin at 60 °C for 60 h. Ultrathin sections (65 nm) were cut with a Reichert Ultracut and 





and use of  animals, after approval  from  the  local animal ethics  committee. Animals were 
male nude NMR mice, both purchased  from Harlan  (Netherlands) and 12 weeks old at the 
start  of  the  experiment.  For  the  tumor  inoculation  LNCaP  cells  (ATCC®  CRL‐1740TM) were 
cultured  according  to  the  guidelines  of  ATCC  and  1 million  cells  in  200  μl  volume were 
subcutaneously injected in the left shoulder. Tumors were allowed to grow for 4 weeks, and 
reached  a  volume  of  0.2  –  1.0  cm3.  The  xenograft‐bearing mice were  anesthetized  using 













II  scanner  (MILabs)  equipped  with  three  gamma  detectors.  MicroSPECT  studies  were 









tubes. After centrifugation  for 5 min at 2000g,  the separated plasma was directly  injected 






















Oxybis(ethane‐2,1‐diyloxyethane‐2,1‐diyl)  bis(4‐methylbenzenesulfonate)  (12.9  g,  25.7 
mmol) was dissolved in acetonitrile (200 ml) and sodium azide (5.0 g, 77.0 mmol) was added. 
The  suspension was  refluxed  for 18 h. After cooling  to  room  temperature, water  (100 ml) 
was  added  and  the  aqueous phase was extracted with dichloromethane  (4  x 70 ml).  The 





























36  (415  mg,  1.4  mmol)  was  dissolved  in  dry  1,2‐dichloroethane  (8  ml)  and  sodium 
triacetoxyborohydride  (752 mg,  3.6 mmol) was  added  at  0  °C.  2‐Pyridinecarboxaldehyde 




removed  under  reduced  pressure  and  the  residue  was  purified  by  silica  gel  column 
chromatography  (10:1  dichloromethane  / methanol)  to  give  a  yellow  oil.  Yield:  545 mg 
(81%). 1H NMR (400 MHz, CDCl3, ppm) δ 8.51 (d, 2H, J=4.8 Hz), 7.63 (t, 2H, J=7.5 Hz), 7.55 (d, 
2H, J=7.8 Hz), 7.13 (t, 2H, J=6.0 Hz), 5.07 (s, 1H), 3.90 (s, 4H), 3.53 – 3.64 (m, 10H), 3.50 (t, 
2H,  J=5.0 Hz), 3.26 – 3.30  (m, 2H), 2.83  (t, 2H,  J=5.8 Hz), 1.42  (s, 9H).  13C NMR  (100 MHz, 
CDCl3, ppm)  δ 159.93, 156.15, 149.08, 136.54, 123.07, 122.05, 70.77, 70.69, 70.50, 70.41, 
70.36, 69.77, 61.00, 53.72, 50.87, 40.51, 28.56. ESI‐MS (MeOH): m/z = 475 [M+H]+. HR‐ESI‐
























































1.25  (t, 3H,  J=7.0 Hz).  13C NMR  (100 MHz, CDCl3, ppm)  δ 171.70, 159.76, 156.14, 149.14, 
136.65, 123.19, 122.14, 70.72, 70.69, 70.47, 70.42, 70.38, 70.19, 60.85, 60.45, 55.86, 53.62, 
40.52,  28.56,  14.43.  ESI‐MS  (MeOH):  m/z  =  470  [M+H]+.  HR‐ESI‐MS  (MeOH  +  NaI)  for 




















DL‐α‐Lipoic  acid  (291  mg,  1.4  mmol)  was  dissolved  in  dry  dichloromethane  (5  ml)  and 
triethylamine (196 μl, 1.4 mmol) was added. The mixture was cooled to 0 °C and stirred for 
30  min.  Methanesulfonyl  chloride  (1095  μl,  1.4  mmol)  was  added  dropwise,  then  the 
mixture was warmed up to room temperature and stirred for 5 h.  In the meantime 41 (∙ 3 
HCl; 538 mg, 1.1 mmol) was dissolved in dry dichloromethane (10 ml) and triethylamine (548 










NMR  (100 MHz,  CDCl3,  ppm)  δ  172.90,  171.71,  159.73,  149.18,  136.66,  123.17,  122.19, 
70.69,  70.49,  70.46,  70.41,  70.21,  70.08,  60.85,  60.50,  56.57,  55.90,  53.62,  40.37,  39.31, 
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38.60,  36.49,  34.81,  29.06,  25.52,  14.44.  ESI‐MS  (MeOH): m/z  =  558  [M+H]+.  HR‐ESI‐MS 






























the  residue  was  purified  by  silica  gel  column  chromatography  (10:1  dichloromethane  / 















J=4.8 Hz), 1.33  (t, 6H,  J=7.0 Hz).  13C NMR  (125 MHz, MeOD, ppm)  δ 167.21, 71.49, 71.46, 












mmol). Afterwards  the amine  solution was added dropwise  to  the mixture with activated 
lipoic  acid,  followed  by  stirring  at  room  temperature  for  17  h.  The  reaction mixture was 
washed with water  (2 x 15 ml) and  saturated  sodium  carbonate  solution  (2 x 15 ml). The 
organic phase was dried over magnesium sulfate. The solvent was reduced under reduced 






56.58,  56.01,  53.79,  40.36,  39.31,  38.61,  36.47,  34.78,  33.63,  29.05,  25.40,  14.28.  ESI‐MS 





46  (158  mg,  0.3  mmol)  was  dissolved  in  methanol  (1.5  ml)  and  1  M  aqueous  lithium 
hydroxide  solution  (1.5  ml)  was  added.  The  mixture  was  stirred  for  1.5  h  at  room 


















room  temperature  for 9 h,  the  reaction mixture was extracted with dichloromethane  (2 x 








2,5,8,11‐Tetraoxatridecan‐13‐ol  (1.1 g, 5.4 mmol) was dissolved  in dry  tetrahydrofurane  (5 
ml) and cooled to 0 °C. Sodium hydride (60% dispersion in mineral oil, 0.23 g) was added and 
the  mixture  was  stirred  at  0  °C  for  10  min.  Afterwards  a  solution  of  p‐toluenesulfonyl 
chloride (1.1 g, 5.9 mmol) in dry tetrahydrofurane (12 ml) was added dropwise. After stirring 
at  room  temperature  for 2 h,  the  reaction mixture was quenched with water  (50 ml) and 
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extracted with  dichloromethane  (3  x  50 ml).  The  combined  organic  phases were washed 
with  water,  brine  and  dried  over  magnesium  sulfate.  The  solvent  was  removed  under 









refluxed  for 18 h. After  cooling  to  room  temperature, water  (100 ml) was added and  the 
aqueous  phase was  extracted with  dichloromethane  (3  x  50 ml).  The  combined  organic 







13‐Azido‐2,5,8,11‐tetraoxatridecane  (2.3  g,  10.0 mmol) was  dissolved  in  tetrahydrofurane 
(50 ml)  and  triphenylphosphine  (2.9  g,  11.0 mmol)  and  water  (0.3 ml)  was  added.  The 
mixture was stirred at room temperature for 5 h. The solvent was removed under reduced 
pressure  and  the  residue  was  purified  by  silica  gel  column  chromatography  (10:1:0.03 
dichloromethane  / methanol  / 25%  ammonia  solution)  to  give  a  colorless oil. Yield: 1.8  g 
(88%). 1H NMR (400 MHz, CDCl3, ppm) δ 3.60 – 3.66 (m, 10H), 3.47 – 3.53 (m, 4H), 3.35 (s, 




2,5,8,11‐Tetraoxatridecan‐13‐amine  (940  mg,  4.5  mmol)  was  dissolved  in  dry 











































d‐Biotin  (1.0  g,  4.1 mmol) was  dissolved  in  60  °C warm  dimethylformamide  (30 ml).  N‐
Hydroxysuccinimide  (0.5 g, 4.1 mmol) and N,N’‐dicyclohexylcarbodiimide  (1.1 g, 5.3 mmol) 
were  added  and  the  mixture  was  stirred  at  room  temperature  for  18  h.  The  formed 










were  added  and  the  mixture  was  stirred  at  room  temperature  for  48  h.  The  formed 
precipitate was filtered and washed with ethanol. The solvent was removed under reduced 
pressure  and  the  residue  was  purified  by  silica  gel  column  chromatography  (10:1 
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dichloromethane  / methanol)  to give  the product as a yellow oil. Yield: 224 mg  (30%).  1H 












Triethylene  glycol  (5.5 ml,  41.3 mmol) was  dissolved  in  50%  aqueous  sodium  hydroxide 
solution and  stirred at  room  temperature  for 10 min. Benzyl chloride  (5.0 ml, 43.4 mmol) 
was  added  and  the  mixture  was  refluxed  at  105  °C  for  15  h.  After  cooling  to  room 
temperature, extraction with dichloromethane (3 x 200 ml) was carried out and the organic 
layer was washed with water (150 ml) and brine (150 ml). The organic phase was dried over 








Synthesized  analogously  to  compound  19  with  the  following  chemicals:  2‐{2‐[2‐
(Benzyloxy)ethoxy]ethoxy}ethanol  (4.2  g,  17.4  mmol),  tetrabromomethane  (6.4  g,  19.2 
mmol)  and  triphenylphosphine  (5.0  g, 19.2 mmol). Yield: 4.2  g  (80%).  1H NMR  (400 MHz, 








2.13  (m, 1H), 1.45  (s, 9H) 1.32  (t, 3H, J=7.0 Hz). 13C NMR  (100 MHz, CDCl3, ppm) δ 166.81, 
154.32,  138.35,  129.83,  128.53,  127.89,  127.79,  81.48,  73.41,  70.77,  70.49,  69.67,  67.26, 
66.77, 63.52, 62.62, 32.32, 29.84, 28.44, 28.34, 14.09. ESI‐MS (MeOH): m/z = 473 [M+Na]+. 





Synthesized  analogously  to  compound  21  with  the  following  chemicals:  Ethyl  4‐{2‐[2‐















Synthesized  analogously  to  compound  22  with  the  following  chemicals:  Ethyl  4‐{2‐[2‐
(benzyloxy)ethoxy]ethoxy}‐N‐(tert‐butoxycarbonyl)‐2'‐[(tert‐
butoxycarbonyl)amino]isovalinate  (1.01  g,  1.8 mmol)  and  palladium  on  carbon  (10%)  (50 
mg). Yield: 0.74 g (90%). 1H NMR (400 MHz, CDCl3, ppm) δ 6.08 (s, 1H), 5.07 (s, 1H), 4.19 (q, 
2H, J=7.0 Hz), 3.54 – 3.75 (m, 12H), 2.25 – 2.29 (m, 1H), 2.07 – 2.13 (m, 1H), 1.43 (s, 9H), 1.42 
(s, 9H), 1.28  (t, 3H,  J=7.0 Hz).  13C NMR  (100 MHz, CDCl3, ppm)  δ 173.10, 156.16, 154.87, 
79.92, 79.64, 72.73, 70.42, 67.07, 62.52, 62.01, 44.77, 29.91, 28.55, 14.25. ESI‐MS (MeOH): 












61.89,  44.83,  32.97,  30.36,  28.56,  14.28.  ESI‐MS  (MeOH): m/z  =  549  [M+Na]+. HR‐ESI‐MS 





Synthesized  analogously  to  compound  24  with  the  following  chemicals: 
Triphenylmethanethiol (0.51 g, 1.8 mmol), sodium hydride (60% dispersion in mineral oil, 78 







Hz).  13C  NMR  (100 MHz,  CDCl3,  ppm)  δ  172.87,  156.11,  154.80,  145.00,  130.28,  129.79, 
128.05, 126.83, 79.47, 71.21, 70.31, 70.05, 67.09, 62.45, 61.82, 44.81, 32.89, 31.76, 28.51, 









156.61,  154.89,  144.86,  129.65,  127.89,  126.66,  79.46,  69.81,  69.61,  69.49,  67.55,  66.67, 
61.88,  45.87,  31.32,  29.74,  28.54,  28.43.  ESI‐MS  (MeOH): m/z  =  693  [M‐H]‐, m/z  =  717 




Synthesized  analogously  to  compound  26  with  the  following  chemicals:  N‐(tert‐
Butoxycarbonyl)‐2'‐[(tert‐butoxycarbonyl)amino]‐4‐{2‐[2‐(tritylsulfanyl)ethoxy]ethoxy}‐












Methoxypolyethylene glycol 750  (6.84 g, 9.1 mmol) was dissolved  in  tetrahydrofurane  (20 
ml) and cooled  to 0  °C. Sodium hydride  (60% dispersion  in mineral oil, 0.73 g) was added 
portionwise. Afterwards  tert‐butyl bromoacetate  (3.4 ml,  22.8 mmol) was  added  and  the 
reaction mixture was stirred at room temperature for 8 h. Then methanol (1 ml) was added 
and the solvent was removed under reduced pressure. The residue was purified by silica gel 
column  chromatography  (10:1 dichloromethane  / methanol). Yield: 7.05 g  (91%).  1H NMR 
(400 MHz, CDCl3, ppm) δ 4.00 (s, 2H), 3.66 – 3.70 (m, 4H), 3.61 – 3.64 (m, 58), 3.51 – 3.54 (m, 




tert‐Butyl  2‐methoxypolyethylene  glycol(750)  acetate  (2.0  g,  2.48 mmol) was  dissolved  in 
dichloromethane  (10 ml)  and  trifluoroacetic  acid  (5 ml).  The mixture was  stirred  at  room 




















2,5‐Dioxopyrrolidin‐1‐yl‐2‐methoxypolyethylene  glycol(750)  acetate  (1.15  g,  1.3  mmol), 
dopamine  hydrochloride  (0.24  g,  1.3 mmol)  and  triethylamine  (0.36 ml,  2.6 mmol) were 
dissolved  in N,N‐dimethylformamid  (10 ml). The mixture was  stirred at  room  temperature 









Fe3O4‐Au NPs were  prepared  in  two  steps  according  to  a  reported  procedure with  slight 
modifications.156  Briefly,  a mixture  of  iron  acetylacetonate  (0.18  g,  0.50 mmol),  diphenyl 
ether (6 ml), oleic acid (0.5 ml, 1.57 mmol) and oleylamine (0.5 ml, 1.00 mmol) was stirred 
under nitrogen at room temperature for 5 min. 1,2‐Hexadecanediol (0.65 g, 2.52 mmol) was 
added and  the  temperature was  increased  to 210  °C over  the course of 30 min. The black 
mixture was stirred at this temperature for 120 min and cooled to room temperature. Half of 




and  oleylamine  (0.75  ml,  1.50  mmol)  in  diphenyl  ether  (7.5  ml).  The  temperature  was 
increased to 190 °C over the course of 35 min and the mixture was stirred at 190 °C for 90 







dissolved  in methanol  (800 μl) and water  (50 μl). The mixture was vortexed  for 5 min and 
transferred in a nitrogen flushed glass vial with a magnetic stir bar, sealed with a butyl septa 
and an aluminium‐butyl crimp cap. Fe3O4‐Au NPs (100 μl of the native hexane solution) were 
diluted  with  hexane  (700  μl)  and  overlayed  on  the  methanol  phase.  The  mixture  was 
vigorously stirred at room  temperature  for 20 min. Over  the course of  the phase  transfer, 
the  originally  purple  hexane  phase  became  completely  transparent  while  the  as‐
functionalized Fe3O4‐Au NPs were dispersed in the methanol phase. The hexane supernatant 
with  the  hydrophobic  coating  ligands was  removed  via  decantation. After  evaporation  of 
methanol, the derivatized Fe3O4‐Au NPs were dispersed  in PBS (1 ml). The purification was 





In general, an aqueous  solution of  [99mTc(OH2)3(CO)3]+  (0.5 ml, pH=7‐8, 300‐390 MBq) was 













Due  to  the  fact  that  the  orange mixture  did  not  change  to  an  intense  red  solution,  the 
temperature was elevated  to 115  °C  for 10 min and cooled  to room  temperature. Ethanol 
(100  ml)  was  added  to  the  solution  and  the  participated  AuNPs  were  separated  by 
centrifugation, washed with ethanol, dried and redispersed in hexane (~20 mg/ml). For the 




increased  to 310  °C over  the  course of 20 min and  the  solution was  stirred at 310  °C  for 
additional  45 min.  After  cooling  to  room  temperature,  the  particles  were  separated  by 































53  (744 mg,  1.6 mmol)  and N‐(tert‐butoxycarbonyl)‐L‐tyrosine methyl  ester  (434 mg,  1.5 
mmol) were dissolved  in dry THF  (20 ml) and cooled to 0 °C. Triphenylphosphine  (465 mg, 












79.29,  70.53,  70.22,  69.66,  67.27,  66.90,  62.20,  61.62,  54.38,  52.14,  44.41,  37.34,  32.59, 
















– 3.13  (m, 1H), 3.00 – 3.04  (m, 1H), 2.01 – 2.10  (m, 2H).  13C NMR  (125 MHz, D2O, ppm) δ 






was  stirred  at  180  °C  for  20  min  under  microwave  irradiation  to  obtain  fac‐
[Re(OH2)3(CO)3]Br.  The  completion  of  the  reaction was  checked with HPLC  (TFA  / MeOH, 
C18rp,  retention  time RT=5.6 min).  To  the  fac‐[Re(OH2)3(CO)3]+‐solution  (pH  adjusted  to  9 
with 1 M NaOH) compound 55 (58 mg, 0.14 mmol) was added and the mixture was stirred at 
110 °C for 12 min under microwave irradiation. After evaporation of the solvent the resulting 







65.78, 54.68, 45.35, 35.23, 32.94. ESI‐MS  (MeOH): m/z = 670  [M+H]+, m/z = 692  [M+Na]+. 
HR‐ESI‐MS (H2O) for C21H27N3O10Re [M‐H]‐: calculated, 668.1260; found, 668.1254.  IR (KBr): 

























and use of  animals, after approval  from  the  local animal ethics  committee. Animals were 
male NMRI mice and male nude NMRI mice, purchased  from Harlan  (Netherlands) and 12 
weeks old at  the  start of  the experiment.  For  tumor  inoculation C6  cells  (ATCC® CCL‐107) 
were cultured according to the guidelines of ATCC and 1 million cells in 200 μl volume were 
subcutaneously injected in the left shoulder. Tumors were allowed to grow for 2 weeks, and 




After each  study,  the mice were killed by  intraperitoneal  injection of pentobarbital. Blood 
was collected  immediately after sacrifice by cardiac puncture and the other organs/tissues 
were  harvested,  weighted  and  counted  in  an  automated  gamma  counter  (Perkin  Elmer 




Single  photon  emission  computed  tomography  images  were  obtained  on  a  U‐SPECT‐II 
scanner  (MILabs, Netherlands) equipped with  three  γ‐detectors. MicroSPECT  studies were 













tubes. After centrifugation  for 5 min at 2000g,  the separated plasma was directly  injected 








water).  The mixture  was  stirred  for  30 min  at  60  °C.  HPLC  (TFA  / methanol,  C18rp,  γ‐
detection): 18.5 min and 53% yield. 
Method B) An aqueous solution of [99mTc(OH2)3(CO)3]+ (0.5ml, pH=7‐8) was added to a ligand 
























































was  stirred  at  room  temperature  for 45 min  and  then neutralized with  glacial  acetic  acid 
(0.25 ml). Thioglucose was either  isolated at  this stage by evaporation of  the solvent after 
neutralization or directly used  for  the activation  reaction. A  solution of 2,2’‐dithiopyridine 
(0.40 g, 1.82 mmol)  in methanol  (5 ml) was prepared and 2.5 ml of  the  thiopyranose was 































was  stirred at 90  °C  for 4 min under microwave  irradiation. HPLC  (TFA  / MeOH, C18rp,  γ‐
detection): 21.3 min and 85% yield. 
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7.2  Abbreviations 
AuNP(s)  Gold nanoparticle(s) 
Bn  Benzyl 
CNT(s)  Carbon nanotube(s) 
Cys  Cysteine 
DAP  2,3‐diaminopropionic acid 
DEAD  Diethyl azodicarboxylate 
DFO  Desferrioxamine 
DHLA  Dihydrolipoic acid 
DIAD  Diisopropyl azodicarboxylate 
DIEA  N,N‐diisopropylethylamine 
DOTA  1,4,7,10‐tetraazacyclododecane‐1,4,7,10‐tetraacetic acid 
DPA  Dipicolylamine 
DTDP   2,2’‐Dithiodipyridine 
DTPA  Diethylenetriaminepentaacidic acid 
DTNB  5,5’‐Dithiobis‐(2‐nitrobenzoic acid) 
DLS  Dynamic light scattering 
EDC  1‐ethyl‐3‐(3‐dimethylaminopropyl)carbodiimide 
EDDA  N,N‐ethylene diamine diacetic acid 
EDX  Energy dispersive X‐ray spectroscopy 
EPR  Enhanced permeability and retention effect 
ESI‐MS  Electronspray‐ionization mass spectrometry 
FBS  Fetal bovine serum 
FET  Fluoroethyl‐L‐tyrosine 
GSH  Glutathione 
HDD  Hydrodynamic diameter 
HPLC  high performance liquid chromatography 
HPMA  N‐(2‐hydroxypropyl)methacrylamide 
HYNIC  Hydrazinonicotinamide 
HSA  Human serum albumin 
ICP‐MS  Inductively coupled plasma mass spectrometry 
ID  Injected dose 
IONP(s)  Iron oxide nanoparticle(s) 
i.v.  intravenous 
LA  Lipoic acid 
LAT  L‐amino acid transport 
Mal  Maleimide 
MAS3  S‐acetylmercaptoacetyltriserine 
MNP(s)  Magnetic nanoparticle(s) 
MPS  Mononuclear phagocyte system 
MRI  Magnetic resonance imaging 
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mSiNP(s)  mesoporous silica nanoparticle(s) 
NHS  N‐hydroxysuccinimide 
NIH  US National Institutes of Health 
NIR  Near infrared 
NMR  Nuclear magnetic resonance 
NOTA  1,4,7‐triazacyclononane‐1,4,7‐triacetic acid 
NP(s)  Nanoparticle(s) 
PBS  Phosphate buffered saline 
PEG  Polyethylene glycol 
PET  Positron emission tomography 
p.i.  post injection 
PSMA  Prostate specific membrane antigen 
QD(s)  Quantum dot(s) 
QY  Quantum yield 
RCP  Radiochemical purity 
RCY  Radiochemical yield 
RES  Reticuloendothelial system 
SCM  Succinimidyl carboxy methyl ester 
SCN  Isothiocyanate 
SPDP  N‐succinimidyl 3‐(2‐pyridyldithio)propionate 
SPECT   Single photon emission computed tomography 
TCEP  Tris(2‐carboxyethyl)phosphine 
TEM  Transmission electron microscopy 
TF  Targeting function 
TFA  Trifluoroacetic acid 
TMAOH  Tetramethylammonium hydroxide 
TOP  Trioctylphosphine 
TOPO  Trioctylphosphine oxide 
TSTU  N,N,N’,N’‐tetramethyl‐O‐(N‐succinimidyl)uronium tetrafluoroborate 
UCNP(s)  Upconverting nanoparticle(s) 
ζ‐Pot.  Zeta potential 
 
